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The colonization of the terrestrial environment by plants has led to the 
development of different mechanisms which allow the survival in a hostile 
environment. One of these adaptations has been the occurrence of lignins and 
lignification process that gave plants the necessary improvement to stay 
upright and an efficient water transport.  
The first organisms to colonize land were non-vascular plants, these 
species were structurally simple but had the ability to adapt to new environment 
because of their high resistance to stress. These first plants were classified as 
bryophytes and divided into three groups; liverworts, mosses and hornworts. 
Bryophytes do not have a vascular system and most of them do not have 
lignin. However, there are some exceptions such as the liverwort Marchantia 
polymorpha which possesses guaiacyl and syringyl lignins. The moss 
Physcomitrella patens also represents an exception, even though it does not 
contain lignins, it has the ability to oxidize coniferyl and sinapyl alcohols, which 
are linked to the biosynthesis of guaiacyl and syringyl units. The earliest 
vascular plants were pteridophytes, which contain predominantly guaiacyl 
lignins in their cell wall. However, numerous exceptions have been recently 
found, such as Selaginella martensii, which contains 70% syringyl lignins with a 
lower proportion of guaiacyl units, a typical feature of angiosperms. 
Furthermore, this production of syringyl lignins occurs through a novel 
mechanism of synthesis, in which two new enzymes have been developed to 
supplement the lack of ferulate 5-hydroxylase and caffeic acid 3-O-
methyltransferase, the necessary enzymes for the production of syringyl 
lignins. These features make the study of these three species of great interest 
in the syringyl lignin biosynthesis. Moreover, basic peroxidases have been 
characterized as responsible for the oxidation of sinapyl alcohol in several 
works. Therefore, it is necessary a deep study of basic peroxidases present in 
these three non angiosperms species. 
By means of histochemistry, M. polymorpha showed a colocalization of 
peroxidase activity and lignins in its rhizoids. Furthermore, isoelectrofocusing 
analysis determined a coincidence between some basic peroxidases with the 





M. polymorpha were purified using a three-step protocol which included 
ammonium sulfate precipitation, adsorption chromatography on Phenyl 
Sepharose and cationic exchange chromatography on SP Sepharose. A 
fraction enriched in basic peroxidases presented the ability to oxidize coniferyl 
and sinapyl alcohols and ferulic acid. These features support the fact that these 
peroxidases are involved in lignification of this species. 
P. patens is a species without lignins, but it presents phenolic 
compounds known as lignin-like. The purification of peroxidases was achieved 
in a three-step protocol, like in the purification of M. polymorpha. This process 
enabled us to isolate a peroxidase (PpPrx) with an isoelectric point of 10.04 
and a molecular weight of 36.5 kDa. This peroxidase was able to oxidize both 
coniferyl and sinapyl alcohols. In addition, the kinetic analysis showed a high 
catalytic efficiency against coniferyl alcohol, similar to other peroxidases 
involved in lignification of other species. To check how this enzyme acts 
against several abiotic stresses, plants of P. patens were treated in liquid 
culture with compounds that activate the signaling pathway of ABA (abscisic 
acid, sodium chloride and mannitol), a compound involved in the response to 
pathogens (salicylic acid) and a compound that activates the path of oxidative 
stress (hydrogen peroxide).  
The culture medium pH, total peroxidase activity, protein and 
peroxidase patterns and biosynthesis of phenols were analysed after the 
different treatments. Interestingly, the purified peroxidase PpPrx was induced 
with sodium chloride and hydrogen peroxide treatments, whereas it was 
inhibited by abscisic acid and mannitol treatments.  
In addition, the rhizoid secretome of P. patens was studied in two 
stages of development in order to check which proteins were secreted into the 
culture medium by rhizoids under normal conditions. A total of 47 proteins in 
cultures of 7 days and a total of 67 proteins at 28 days were identified. These 
proteins were clustered into different groups based on their involvement in 





In S. martensii, histological sections showed a colocalization of 
peroxidase activity and lignin. Whereas guaiacyl lignins were located in the 
xylem, syringyl lignins were located in the epidermis and sub-cortical epidermis. 
a purification protocol was performed in three steps as described above for M. 
polymorpha. Three basic peroxidases were obtained; one semipurified 
(SmaPrx1) and two proteins purified to homogeneity (SmaPrx2 and SmaPrx3). 
SmaPrx1 fraction showed a basic isoelectric point and molecular weight 
between 35 and 45 kDa, typical of class III peroxidases. Moreover, activities 
against several substrates suggest that these peroxidases are involved in 
lignification. The molecular mass for SmaPrx2 and SmaPrx3 was calculated to 
be 36.3 kDa and 45.6 kDa, respectively, according to MALDI-TOF/TOF. Both 
enzymes show a typical peroxidase UV-visible spectrum with a Soret peak at 
403nm for SmaPrx2 and 404nm for SmaPrx3. The specific activities showed 
against several substrates and the kinetic parameters suggest SmaPrx2 and 
SmaPrx3 have specific roles in cell wall formation and especially in lignin 
biosynthesis. Several peptides from tryptic digestion of both peroxidases were 
identified through MALDI-TOF MS/MS. The presence in these peptides of 
structural determinants typical of syringyl peroxidases indicates these proteins 
show no structural restrictions to oxidize syringyl moieties. These data, along 
with the in vitro capacity of using sinapyl alcohol as substrate and the low KM in 
the μM range suggest these two peroxidases may be responsible for the 













































Las ligninas representan el compuesto orgánico más abundante sobre 
la superficie de la tierra después de la celulosa, y constituyen alrededor del 
25% de la biomasa vegetal (Higuchi, 1990). Se encuentran en las plantas 
vasculares, desde las más modernas (angiospermas y gimnospermas) hasta 
las más ancestrales, los pteridófitos (helechos, licófitos y equisetos). 
Recientemente, también se ha descrito la presencia de ligninas en plantas no 
vasculares, como el briófito Marchantia polymorpha (Espiñeira et al., 2011) y el 
alga roja Calliarthron cheilosporioides (Martone et al., 2009). El desarrollo de 
las ligninas en las plantas pudo haber jugado un papel clave en la colonización 
del medio terrestre por las plantas durante la transición del Ordovícico al 
Silúrico, que tuvo lugar hace 400 a 450 millones de años (Niklas, 1997).  
 
 
I.I. La lignificación y la colonización terrestre 
 
Los briófitos constituyen el primer clado de plantas en abandonar el 
agua para colonizar el ámbito terrestre. Sin embargo, los briófitos no muestran 
un auténtico sistema vascular, sino que contienen células especializadas en 
las que se ha eliminado el contenido citoplasmático facilitando así el transporte 
de agua. Este sistema conductor parece haber evolucionado de forma 
independiente al de las plantas vasculares. Al igual que en el resto de las 
plantas terrestres, los tejidos conductores de sustancias orgánicas están 
compuestos por células con citoplasma interconectadas por numerosos 
plasmodesmos. Sin embargo, la especialización de estos tejidos no implica la 
degradación del núcleo, a diferencia de lo que ocurre en el floema de las 
plantas vasculares (Ligrone et al., 2000).  
El tipo celular más especializado del sistema conductor de los briófitos, 
son los leptoides, que aparecen en los musgos del clado politricales, y que 
presentan paredes nacaradas y placas cribosas con plasmodesmos. Existe 
cierta controversia acerca de si deben considerarse como leptoides las células 





et al., 2000). Además, se ha documentado en algunas especies de musgos y 
hepáticas la presencia de un parénquima conductor, con células poco 
especializadas pero con punteaduras primarias en sus paredes (Cortella et al., 
1994; Ligrone et al., 2000) 
La lignificación del xilema de las plantas vasculares durante la 
evolución de éstas a comienzos del Devónico fue uno de los factores que 
determinaron la colonización de la superficie terrestre por estos organismos 
originariamente acuáticos, ya que se hicieron más eficaces en la absorción de 
la luz incidente y en el acceso directo a nuevas fuentes de nutrientes, tan 
limitantes en el medio acuático (Fig. 1).  
 
 
Figura 1. Registro fósil de aparición de los diferentes clados de plantas vasculares. 
Modificado de Willis y McElwain (2002). 
 
 
El xilema constituye una vía de baja resistencia para el transporte del 
agua en las plantas vasculares. El sistema vascular desarrollado por las 
plantas superiores transporta el agua eficazmente desde los lugares de 
absorción en la raíz hasta las superficies de evaporación en las hojas, estando 
los elementos diferenciados del xilema revestidos internamente de ligninas. El 





deposición de lignina, conocido como lignificación, proporciona fuerza 
mecánica a los tallos y protege a las fibras de celulosa de la degradación 




Figura 2. Concentración de CO2 atmosférico (línea continua) y moles de agua 
transpirado por moles de CO2 fijado (inverso de la eficiencia del uso del agua, línea 
discontinua) (A). Relaciones hipotéticas entre fósiles y plantas actuales (B). Las líneas 
gruesas indican la presencia en el registro fósil. Las barras verticales de la derecha 








 La necesidad de agua de la planta está determinada por la tasa de 
transpiración que se produce en el intercambio gaseoso, mientras que los 
requerimientos de agua para la fotosíntesis y el crecimiento son, en 
comparación, de menor importancia. El uso eficiente del agua para la 
fotosíntesis en las plantas terrestres pudo haber sufrido fluctuaciones, hasta 
cierto punto por ajustes en la temperatura foliar y la capacidad fotosintética 
(Lambers et al., 1998), de tal forma que el rango de cambios fisiológicos pudo 
estar dictado por las concentraciones de CO2 atmosférico (Fig. 2).  
 La colonización de la tierra y el origen de los más importantes clados 
durante el inicio del Carbonífero fueron facilitados por niveles muy altos de 
CO2 atmosférico (Sperry, 2003). Estas condiciones pudieron favorecer a 
sistemas con una conductancia hidráulica relativamente baja y al mismo 
tiempo con alta capacitancia (capacidad para almacenar agua), una 
combinación fortuita que facilitó el origen de las plantas no vasculares y de las 
primeras plantas vasculares con capacidad de transporte necesariamente 
limitada y con buena capacitancia por las delgadas y elásticas paredes 
celulares del tejido parenquimático (Sperry, 2003). 
Esas primeras plantas terrestres fueron necesariamente 
poiquilohídricas (con gran variación en su contenido hídrico) y equilibraban su 
potencial hídrico con fuentes de agua muy próximas (Raven, 1987), por lo que 
dependían de su capacidad de almacenamiento de agua para prolongar los 
períodos de hidratación. La tolerancia a la desecación, tan común en los 
modernos briófitos y algas verdes terrestres es, indudablemente, una 
estrategia ancestral esencial para la supervivencia en la tierra, en ausencia de 
un sistema especializado de aporte de agua (Oliver, 1996). La evolución de las 
plantas de poiquilohídricas a homeohídricas (con capacidad para controlar el 
contenido de agua) se asoció con el descenso de la tolerancia a la desecación 
de las células vegetativas (Oliver, 1996). Este cambio en la capacidad de 
retención de agua, favorecida por la lignificación de las paredes celulares, 
condujo a un incremento en el tamaño de las plantas (Niklas, 1990; 1994).  
La inevitable capilaridad en las plantas no vasculares derivó en las 





esqueletos de células muertas. La alta conductividad por unidad de superficie 
proporciona cuatro ventajas: (1) menor inversión en el transporte de agua, 
particularmente porque los conductos muertos no requieren mantenimiento, (2) 
potencial para transportar el agua de manera más eficaz a mayores distancias 
y así dar origen a plantas de mayor tamaño, (3) menor estrés dinámico, y (4) 
altas tasas de difusión de CO2 (Sperry, 2003). Esas innovaciones fueron 
acompañadas inicialmente de células conductoras de agua, presentes en el 
registro fósil desde hace 410 millones de años.  
Estas células eran unos conductos sencillos de pequeño calibre, con 
débiles paredes perforadas como los que aparecían en los, ahora extintos, 
protraqueófitos Aglaophyton y Horneophyton (Fig. 3) (Kenrick y Crane, 1991). 
Son un tipo de sistemas que recuerdan a los hidroides (Fig. 4) de algunos 
musgos actuales y pueden tener un ancestro común (Mishler y Churchill, 1984; 
Kenrick y Crane, 1997). Esos tubos fósiles no parecen haber estado 
lignificados pero pudieron haber sido impregnados con polifenoles 
relacionados con las ligninas, como también sucede en los actuales hidroides 











Figura 3. Protraqueófitos extintos que tenían delgados y sencillos conductos con 




















Figura 4. Sección transversal del cilindro central de Dendroligotrichum dendroides (A) y 
sección longitudinal de Polytrichum commune (B), donde se observan los hidroides (H) 
rodeados por un anillo de leptoides (L) y más externamente el parénquima (P). Tomado 
de Ligrone et al. (2000). 
 
 
En la evolución hacia los traqueófitos se desarrollaron las traqueidas, 
conductos simples con paredes ornamentadas y lignificadas bandeadas o 
perforadas (Kenrick y Crane, 1997; Doyle, 1998). La función original de las 
ligninas y las paredes secundarias en las plantas probablemente fue apoyar 
estos elementos traqueales (Raven, 1987), de modo que la lignificación de las 
plantas vasculares del principio del Devónico estaba limitada a los elementos 
traqueales de una protoestela (un cordón cilíndrico en el centro del tallo), lo 
que indica que el papel de las ligninas en estas plantas no implica un soporte 
mecánico. Estas plantas fueron pequeñas y capaces de mantener el equilibrio 
hidrostático dentro de la propia planta (Vincent y Jeronimidis, 1991; Niklas, 
1994). 
Las primeras plantas vasculares tienen una mayor concentración de 
ligninas adyacentes al lumen celular (Friedman y Cook, 2000), situación que 
se invierte en las plantas superiores, en las que la mayor concentración de 
lignina está en la lámina media alcanzando valores mucho menores en el 
lumen (Donaldson, 2001). 
La membrana perforada de la plantas actuales es homóloga a la región 
no lignificada de la pared primaria situada entre los engrosamientos del 
protoxilema (Mauseth, 1988). Las traqueidas bandeadas de los licófitos 
parecen una mejora de las de Rhyniopsida, una clase de plantas vasculares 
tempranas extintas, por la localización de los grandes poros (Kenrick y Crane, 





1991) sobre delgadas áreas y el alineamiento de esas zonas entre traqueidas 





Figura 5. Morfología de los conductos de agua en los musgos y en las primeras plantas 
fósiles. Polytrichum commune e hidroides (A y B), Rhynnia y detalle de los 
engrosamientos bandeados en las traqueidas típicas de esta especie (C y D). 




Las primeras traqueidas perforadas tienen bandas bordeadas 
escalariformes que recuerdan a las modernas traqueidas perforadas. La 
membrana de perforación está perfectamente definida y no lignificada, lo que 
podría maximizar la permeabilidad. En progimnospermas del Devónico tardío 
aparecen ya perforaciones circulares bordeadas con membranas delgadas y 
homogéneas (Beck et al., 1982). El único tipo de conducto del xilema presente 
en el registro fósil durante los primeros 140 millones de años de evolución 
vascular son las traqueidas con perforaciones sencillas (Niklas, 1985). Durante 
el mismo período, la superficie total de traqueida por superficie de tejido se 
incrementa en asociación con la más compleja anatomía estelar (Niklas, 1984; 
Roth-Nebelsick et al., 2000).  
Los primeros elementos vasales fósiles son muy similares a los vasos 
de los modernos gnetófitos y han evolucionado a partir de las traqueidas con 
perforaciones bordeadas (Li et al., 1996). El origen de un nuevo tipo de xilema 
conductor puede haber sido provocado por las variaciones en la concentración 
de CO2 durante la última parte del Carbonífero y la primera del Pérmico. Desde 
el punto de vista del desarrollo y de la fisiología, el cambio de la producción de 





requiriendo simplemente auxinas y giberelinas durante la diferenciación (Aloni 
et al., 2000). 
El sistema vascular ha evolucionado desde una protostela simple en el 
cual el tejido vascular está situado en una posición central, hacia sistemas más 
complejos en los que la parte central está ocupada por la médula y los haces 
vasculares se sitúan en la periferia como las sifonostelas y las eustelas (Fig. 
6). Estos haces vasculares más modernos, ambos originados a partir de las 
protostelas podrían estar relacionados con el desarrollo de apéndices laterales 


























Figura 6. Teoría estélica. Modelo de evolución del sistema vascular de las plantas. 
 
 
Debido a las características otorgadas por la lignificación, la biosíntesis 
de ligninas ha tenido una gran importancia para las plantas, que son capaces 
de emplear la biosíntesis de ligninas para conducir el carbono desde el 





fenilpropanoide ha jugado un papel clave en la capacidad de las plantas para 
colonizar la tierra, no solo porque uno de los productos de la ruta (las ligninas) 
sirve para fortalecer los órganos aéreos de la planta, sino también porque 
otros productos (los flavonoides) actúan como protectores contra la radiación 
UV. De hecho se cree que una de las primeras funciones de la lignina fue la 
protección contra los patógenos y la radiación UV (Raven, 1984; Speck y 
Vogellehner, 1988; Boyce et al., 2003; Ligrone et al., 2008). Esta hipótesis está 
apoyada por la deposición de ligninas en la corteza y no en los tejidos de 
conducción de agua en las plantas ancestrales Aglaophyton, Rhynia y 
Asteroxylon (Boyce et al., 2003). Los engrosamientos de la pared celular en 
las traqueidas de las primeras plantas vasculares no estaban lignificados y 
sólo más tarde en la evolución las ligninas se depositaron en los tejidos 
vasculares para formar las traqueidas modernas de plantas vasculares 
existentes (Boyce et al., 2003). 
 
I.II. Naturaleza, composición y localización 
  
Las ligninas son heteropolímeros fenólicos tridimensionales que 
resultan del acoplamiento de tres alcoholes p-hidroxicinamílicos 
(monolignoles), el alcohol p-cumarílico, el alcohol coniferílico y el alcohol 
sinapílico (Vanholme et al., 2010) (Fig. 7) en una reacción de oxidación 
mediada por peroxidasas y lacasas (Boudet et al., 1995; Ros Barceló, 1997; 






Figura 7. Estructuras de los alcoholes p-cumarílico (I), coniferílico (II) y sinapílico (III). 





Esta reacción produce un heteropolímero hidrofóbico, ópticamente 
inactivo (Ralph et al., 1999), compuesto por unidades H (p-hidroxifenilo), 
unidades G (guayacilo) y unidades S (siringilo). El último paso de la biosíntesis 
de ligninas es la oxidación de monolignoles, llevada a cabo por lacasas 
(Berthet et al., 2011) y, principalmente, peroxidasas (Fagerstedt et al., 2010). 
Mientras que las lacasas sólo generan unidades G, las peroxidasas son 
capaces de oxidar monolignoles para producir unidades H, G y S (Berthet et 
al., 2011).  
Por lo general (Fig. 8), las ligninas de las angiospermas se componen 
de unidades G y S, mientras que en las gimnospermas las ligninas carecen de 
unidades S, y se componen principalmente de unidades G, con una proporción 
menor de unidades de H, aunque hay algunas excepciones (Novo-Uzal et al., 
2009a). Los helechos suelen presentar el mismo patrón que las 
gimnospermas, a pesar de que la presencia de unidades S se ha descrito 
anteriormente en algunas especies, especialmente en S. martensii, que 
contiene un 70% de unidades S (Gómez-Ros et al., 2007a; Espiñeira et al., 
2011).  
La deposición de las ligninas se centra mayoritariamente en las 
paredes de determinados tipos celulares como son las traqueidas, los vasos, 
las fibras del xilema y del floema y las esclereidas (Ros Barceló, 1997). Sin 
embargo, existe heterogeneidad en la naturaleza de una misma pared celular. 
De hecho, Donaldson (1985) encontró que la concentración de ligninas era del 
16-27% en la pared celular secundaria, mientras que en la lámina media de 
coníferas era más elevada, del orden del 38-88%. Además, las ligninas 
depositadas en la lámina media y esquinas celulares son ricas en unidades H, 
mientras que en los engrosamientos secundarios predominan las unidades de 






Figura 8. Árbol filogenético que muestra la composición de monómeros de ligninas 
entre los diferentes clados vegetales. Se evidencia que las ligninas de tipo S no son 
exclusivas de angiospermas. La distribución de ligninas de tipo S en licófitos, helechos 
y gimnospermas no es uniforme. Los cuadrados negros indican la ausencia de 
lignificación. H, monómeros p-hidroxifenilo, G, monómeros guayacilo y S, monómeros 
siringilo. Modificado de Li y Chapple (2010). 
 
 
Las ligninas presentan también una gran importancia desde un punto 
de vista económico, ya que la fuerte lignificación que experimenta la madera 
dificulta y encarece las labores de la industria papelera, aumentando el nivel 
de los residuos tóxicos indeseables, cuya eliminación sigue siendo objeto de 
estudio (Gutiérrez et al., 2007). La lignificación también disminuye la calidad 
nutritiva de las plantas utilizadas como forrajes y pastos al reducir su 
digestibilidad y, por lo tanto, su utilidad como alimentos. Por último, la 
lignificación se destaca como factor indeseable durante el procesamiento de 
ciertas hortalizas en las industrias agroalimentarias ya que les confiere una 






I.III. Biosíntesis de las ligninas 
 
La biosíntesis de las ligninas se desarrolla a través de una larga 
secuencia de reacciones que implican tres posibles rutas: La ruta del sikimato 
(i) la ruta común fenilpropanoide (ii) y la ruta específica de la biosíntesis de 
ligninas (iii) (Fig. 9).  
i) La ruta del sikimato se inicia con el fosfoenol piruvato (PEP, un 
intermediario de la glucolisis) y eritrosa 4-fosfato (un intermediario 
de la ruta de las pentosas fosfato) (Herrmann, 1995).   
ii) La ruta común fenilpropanoide comienza con la desaminación de la L-
fenilalanina (y/o L-tirosina) por la fenilalanina amonio liasa (PAL, 
EC 4.3.1.5). Participan también en esta ruta la cinamato-4-
hidroxilasa (C4H, EC 1.14.13.11), la p-cumarato-3-hidroxilasa 
(C3´H), la hidroxicinamoil CoA (HCT) y las O-metil-transferasas 
(OMT) dependientes de S-adenosil-L-metionina, tales como la 
cafeoil-CoA-O-metiltransferasa (CCoAOMT, EC 2.1.1.104) y la p-
hidroxicinamato CoA ligasa (4CL, EC 6.2.1.12). Además de la 
producción de estos precursores de las ligninas, a partir de esta 
ruta también se producirán flavonoides y taninos. 
iii) La ruta específica de la biosíntesis de las ligninas. Tiene por finalidad 
la producción de los alcoholes cinamílicos a partir del p-cumaril 
aldehído, el coniferil aldehído y el sinapil aldehído. Las enzimas 
que participan en esta ruta son la p-hidroxicinamoil-CoA reductasa 
(CCR, EC 1.2.1.44) y la p-hidroxicinamil alcohol deshidrogenasa 
(EC 1.1.1.195) en sus formas coniferil alcohol deshidrogenasa 
(CAD) y sinapil alcohol deshidrogenasa (SAD), la ferulato-5-
hidroxilasa (F5H) y la O-metil-transferasa dependiente de S-
adenosil-L-metionina (COMT) (Osakabe et al., 1999; Franke et al., 






El último paso en el proceso de la biosíntesis de las ligninas es la 
oxidación de los alcoholes cinamílicos en la pared celular para dar lugar a la 
formación de los correspondientes radicales 4-O-fenoxilo, los cuales 
polimerizan espontáneamente para dar dímeros y oligómeros y, en reacciones 
posteriores, un polímero creciente de lignina. 
La ruta de biosíntesis de ligninas ha sido caracterizada en 
angiospermas, que poseen un metabolismo único para la producción de 
ligninas de tipo S, en el que participan dos enzimas clave, una monooxigenasa 
dependiente del citocromo P450 (F5H) y una O-metil-transferasa dependiente 
de S-adenosil-L-metionina (COMT) (Fig. 9) (Weng y Chapple, 2010).  
 
 
Figura 9. Ruta de biosíntesis de las ligninas en Selaginella y angiospermas. Las rutas 
compartidas entre Selaginella y angiospermas están sombreadas de color morado, 
mientras que las ramas divergentes específicas para las angiospermas y para 
Selaginella están coloreados de azul y rosa respectivamente. Los dos anillos 
aromáticos son catalizados por una enzima bifuncional SmF5H (rodeada en rojo) en 
Selaginella en lugar de las dos enzimas, C3´H y F5H de angispermas (rodeadas en 
azul). Sm, S. moellendorffii; PAL, fenilalanina amonio-liasa; 4CL, 4-hidroxicinamoil-CoA 
ligasa; CCoAOMT, cafeoil-CoA O-metil transferasa; HCALDH, hidroxicinamaldehido 
dehidrogenasa; F5H, Ferulato 5-hidroxilasa; COMT, ácido cafeico O-metiltransferasa; 





Un caso especial es el de S. moellendorffii, un licófito que divergió 
hace más de 400 millones de años y que ha desarrollado la capacidad de 
producir tanto ligninas de tipo G como S mediante la aparición de una meta-
hidroxilasa SmF5H, una enzima bifuncional con propiedades catalíticas (Weng 
et al., 2008). Esta enzima, al igual que la F5H de angiospermas, es una 
monooxigenasa dependiente del citocromo P450 y es capaz de catalizar la 3-
hidroxilación del p-cumaril aldehído y el alcohol p-cumarílico directamente. En 
Selaginella se ha descubierto una ruta no canónica de producción de ligninas 
(Fig. 9, rosa y violeta), en la que la SmF5H sustituye la acción de las enzimas 
C3´H y HCT de angiospermas (Fig. 9, azul) (Weng et al., 2010). Sin embargo, 
la SmF5H no es ortóloga a la F5H de angiospermas, y a pesar de ser 
funcionalmente similares probablemente la SmF5H haya surgido en un 
proceso de evolución convergente (Weng et al., 2008; 2010), por lo que la 
SmF5H es funcionalmente similar a la F5H de angiospermas pero 
independiente filogenéticamente. 
Otra de las enzimas que participan en la síntesis de las ligninas de tipo 
S es la COMT, enzima que cataliza la O-metilación del quinto grupo hidroxilo 
del alcohol coniferílico para formar el alcohol sinapílico. En S. moellendorffii se 
ha descubierto una nueva COMT relacionada con la de angiospermas, pero 
con la particularidad de que los genes que codifican para la COMT y la SmF5H 
comparten una región de regulación que puede estar bajo el control de 
elementos reguladores cis (Weng et al., 2011). 
 
 
I.IV. Evolución de las ligninas  
 
En un principio se descartó la idea de que las algas poseyeran ligninas 
en sus paredes celulares, sin embargo estudios recientes cuestionan la 
ausencia de ligninas en este grupo. Varios trabajos mantienen que algunas 
especies de algas pardas como Cystoseira barbata (Dovgan y Medvedeva, 
1983) y Fucus vesiculosus (Reznicov et al., 1978) contienen ligninas en 
cantidades superiores al 20% de su peso seco, pero estas identificaciones 





cromatográficos con los de los auténticos estándares fenilpropanoides. 
Posteriores trabajos para comprobar estos resultados (Ragan, 1984; Ragan y 
Glombitza, 1986) no han aportado evidencias de la presencia de estructuras 
fenilpropanoides derivadas de la lignina. Sin embargo, sí revelaron la 
presencia de polímeros derivados del floroglucinol. Así la aparición de 
compuestos similares a ligninas ha sido descrito para algunas algas (Delwiche 
et al., 1989; Gunnison y Alexander, 1975), pero la presencia de ligninas 
verdaderas en las algas no se demostró hasta que Ligrone et al. (2008) y 
Martone et al. (2009) describieron la presencia de ligninas mediante 
inmunocitoquímica en el alga carofícea Nitella flexilis y mediante DFRC 
(derivación seguida de escisión reductora) en el alga roja Calliarthron 
cheilosporioides.  
Sørensen et al. (2011) determinaron la composición de las paredes 
celulares de diversas especies de algas verdes del género Coleochaete, en las 
que revelaron la aparición de monómeros guayacilo y siringilo mediante 
tioacidolisis. A pesar de que la cantidad de monómeros fue baja se determinó 
también su presencia por inmunoanálisis, lo que indica que algún tipo de 
metabolismo fenilpropanoide surgió antes de la colonización del medio 
terrestre.  
La gran heterogeneidad en la composición de ligninas entre grupos 
filogenéticos revela una separación entre el desarrollo del xilema y el sistema 
vascular. Este hecho, junto con el de haber detectado la presencia de ligninas 
de tipo S en C. cheilosporioides (Martone et al., 2009) y M. polymorpha 
(Espiñeira et al., 2011) demuestra que la presencia de ligninas de tipo S no 
está necesariamente unida a la presencia de xilema en las plantas. Todo esto 
sugiere que el mecanismo metabólico para la biosíntesis de monolignoles se 
desarrolló de manera temprana en la evolución (Weng et al., 2010). 
Para integrar esta nueva ruta evolutiva y la ruta general de biosíntesis 
de los aminoácidos aromáticos en el eficiente metabolismo de las plantas 
vasculares, las actividades de las enzimas de la ruta del sikimato están 
estrechamente coordinadas con las actividades de las enzimas de la ruta 





como uno de los puntos clave en la evolución de las plantas, ya que evita la 
desecación de las mismas y les ha permitido colonizar la tierra, gracias a la 
resistencia mecánica y a la impermeabilización, que hace posible el transporte 
de solutos a través del xilema. 
La presencia de compuestos semejantes a la lignina se ha descrito en 
algas carofíceas de los géneros Coleochaete y Nitella, en el alga coralina C. 
cheilosporioides y en briófitos como M. polymorpha (Delwiche et al., 1989; 
Kroken et al., 1996; Ligrone et al., 2008; Martone et al., 2009; Sørensen et al., 
2011), lo que implica que al menos parte de la ruta fenilpropanoide que 
finalmente llevó a la biosíntesis de lignina estaba presente en las algas (Fig. 




Figura 10. Algunas especies que mostraron la presencia de ligninas. C. orbicularis (A), 
Nitella flexilis (B), C. cheilosporioides (C), M. polymorpha (D). 
 
 
Los análisis realizados con otros géneros de briófitos, Dawsonia, 
Dendroligotrichum y Polytrichum (Fig. 11) presentaron resultados positivos 
para el test de Mäule, una reacción específica para detectar grupos siringilo 
(Siegel, 1969). En el caso de Dendroligotrichum se observó que las ligninas, o 
sustancias relacionadas, se localizaban en las paredes celulares de los 
hidroides (células conductoras de agua). Estudios posteriores llevaron a la 
conclusión de que no hay ligninas en las paredes de los musgos y las 
sustancias encontradas podrían ser derivadas de polímeros de 
hidroxibenzofurano o proantocianidina. Aunque esas sustancias no son 
ligninas, en principio una parte de sus estructuras resulta de alguna rama de la 
ruta fenilpropanoide. La presencia de compuestos polifenólicos se ha 
confirmado tanto por análisis histoquímicos como por estudios químicos 







Figura 11. Dawsonia (A), Dendroligotrichum (B) y Polytrichum (C). 
 
 
Las ligninas de gimnospermas han sido intensamente estudiadas 
debido a su importancia comercial. Son consideradas de tipo guayacilo pero se 
conocen excepciones a esta norma. Mientras que Araucaria spp, Ginkgo 
biloba, Taxus baccata y Thuja orientalis son ejemplos de gimnospermas que 
inequívocamente presentan ligninas tipo G, propias de este grupo, Ephedra 
viridis presenta ligninas de tipo S, típicas de angiospermas (Fig. 12) (Gómez-




Figura 12. Especies de gimnospermas que presentan ligninas G: Araucaria spp (A), 
Ginkgo biloba (B), Taxus baccata (C) Thuja orientalis (D) y especie de gimnosperma 
que presenta ligninas S, Ephedra viridis (E).  
 
 
Se asume frecuentemente que la complejidad química de las ligninas 
se ha incrementado durante el curso de la evolución vegetal, desde los 
antiguos pteridófitos y gimnospermas hasta las más modernas herbáceas 





traqueófitos basales tales como el licófito S. martensii y el helecho acuático C. 
cornuta, tienen ligninas compuestas de unidades G y S (Fig. 13) (Jin et al., 
2005; Gómez-Ros et al., 2007a; Espiñeira et al., 2011). Esta observación está 
en concordancia con el hecho de que licopodios y helechos acuáticos, junto 
con angiospermas y gnetales, tienen vasos en el xilema (Schneider y 
Carlquist, 2000; Carlquist y Scheider, 2000); así, la presencia de ligninas tipo S 














Figura 13. Géneros de traqueófitos que contienen ligninas compuestas por unidades G 
y S; Selaginella (A) y Ceratopteris (B). 
 
 
Las plantas vasculares con esporas exhiben un rango de modelos de 
lignificación: el licopodio Selaginella posee un complejo de la pared primaria 
fuertemente lignificado, como el de las coníferas. El pteridófito carente de 
hojas Psilotum desarrolla una pared primaria no lignificada, mientras que 
Pteridium representa un estado intermedio con todas las capas exhibiendo una 
ligera lignificación (Sperry, 2003; Espiñeira et al., 2011). 
Selaginella se considera un punto clave en el estudio de la evolución, 
debido a que conserva rasgos típicos de plantas no vasculares y algunas 
innovaciones evolutivas, tales como los tejidos vasculares y la lignificación. A 
pesar de que muchas especies de plantas basales y gimnospermas sólo son 
capaces de sintetizar monómeros guayacilo (Gómez-Ros et al., 2007a), la 





guayacilo como siringilo, característica compartida con las angiospermas 




 Las peroxidasas son hemoproteínas que catalizan la oxidación 
monoeléctrica de diferentes sustratos a expensas del H2O2. Se encuentran 
ampliamente distribuidas en el Reino Vegetal habiéndose encontrado en 
euglenófitos (Shigeoka et al., 1980), rodófitos (Collen et al., 1994), clorófitos 
(Vanden Driessche et al., 1984; Weger, 1997), briófitos (Matlok et al., 1989), 
pteridófitos (Bakardjieva et al., 1996) y en todos los espermatófitos estudiados 
(Siegel, 1993). 
  
Tabla 1. Clasificación de peroxidasas. Modificado de Hiraga et al. (2001). 
 
 
 Las peroxidasas se clasifican en dos grandes superfamilias, una que 
incluye a las peroxidasas vegetales, fúngicas y bacterianas y otra superfamilia 
(no relacionada estructuralmente con la anterior) constituida por las 
peroxidasas animales (Welinder, 1992; Hiraga et al., 2001). A su vez, dentro 
de la superfamilia de las peroxidasas vegetales, fúngicas y bacterianas se han 






Citocromo c peroxidasa (EC 1.11.1.5) 
 
Levaduras y bacterias 
 
 32-63 
 Catalasa peroxidasa (EC 1.11.1.6) Bacterias y hongos 150-240 
 Ascorbato peroxidasa (EC 1.11.1.11) 
 
Plantas  30-58 
II Peroxidasa dependiente de 
manganeso (EC 1.11.1.13) 
Hongos  43-49 
Ligninasa (EC 1.11.1.14) 
 
Hongos  40-43 





definido tres clases (Tabla 1) en función de las diferencias estructurales que 
existen entre ellas: 
– Clase I: compuesta por peroxidasas bacterianas, citocromo c 
peroxidasa y las ascorbato peroxidasas vegetales (Eisenstadt y 
Bogolitsyn, 2010). No poseen naturaleza glicoproteica, están 
localizadas en cloroplastos, mitocondrias, peroxisomas y citosol y 
muestran una moderada especificidad de sustrato para el ácido 
ascórbico. En general, son consideradas como muy termolábiles. 
– Clase II: agrupa a todas las peroxidasas fúngicas incluidas las lignina-
peroxidasas (LiP), las manganeso-peroxidasas (MnP) y las 
peroxidasas fúngicas de secreción (Eisenstadt y Bogolitsyn, 2010).  
– Clase III: contiene todas las peroxidasas vegetales de secreción con 
características distintas a otras peroxidasas vegetales. Son de 
naturaleza glicoproteica, estando localizadas en las vacuolas y en las 
paredes celulares. Muestran una baja especificidad de sustrato, con 
una moderada, pero notable, afinidad por el alcohol coniferílico, 




 II.I. Naturaleza y estructura 
Las peroxidasas de clase III son glicoproteínas con un peso molecular 
comprendido entre 28 y 60 kDa (Hiraga et al., 2001). Esta clase de 
peroxidasas está localizada en vacuolas y paredes celulares (Passardi et al., 
2005).  
Están codificadas por una gran familia multigénica (Hiraga et al., 2000) 
y además, estas enzimas muestran un alto grado de polimorfismo. Contienen 
como grupo prostético una molécula de protohemina IX así como dos iones 
estabilizadores Ca
+2
. En su estado nativo el átomo de Fe está en estado de 





de nitrógeno pirrólicos del grupo hemo y con un átomo de nitrógeno de un 
residuo de histidina de la proteína, que se ha conservado durante la evolución. 
El sexto lugar de coordinación permanece libre, lo que determina el estado de 
espín del hierro (Banci, 1997). El grupo prostético es esencial para la actividad 
enzimática puesto que es la clave estructural para estabilizar las peroxidasas, 














Figura 14. Estructura tridimensional de la peroxidasa de rábano picante determinada 
por cristalografía de rayos X. Se muestra en azul el grupo hemo en posición central 
entre los dominios distal y proximal. Se representa una molécula de peróxido de 
hidrógeno (“PEO” marcada en magenta) situada sobre el plano del grupo hemo. Los 
iones calcio aparecen como esferas verdes y los puentes disulfuro se indican en 








Análisis cristalográficos (Watanabe et al., 2010) y estudios de modelos 
informáticos (Ros Barceló et al., 2007) revelaron que las peroxidasas 
vegetales de clase III normalmente contienen entre 10-12 hélices-, 2 láminas 
 cortas y 4 puentes disulfuro situados sobre la base de los residuos cisteína, 
encargados de mantener rígida la estructura (Fig. 14). 
A pesar de que estas estructuras están muy conservadas pueden 
producirse variaciones debidas en gran parte a la glicosilación de la enzima, 
que varía entre el 0 y el 25%, siendo los principales glicanos, manosa, fucosa, 
xilosa, N-acetilglucosamina y galactosa, aunque esta última no se encuentra 
en todas las peroxidasas vegetales (Gray et al., 1996; Yang et al., 1996; 
McMannus y Ashford, 1997; Wilson, 2002). La glicosilación ocurre en la 
superficie de los giros que conectan las hélices, de tal forma que el glicano se 
presenta hacia el exterior de la molécula (Veitch, 2004). La glicosilación es uno 
de los principales factores responsables de la gran estabilidad térmica de las 
peroxidasas vegetales de secreción (Ryan y Ó Fágáin, 2007). También se ha 
sugerido que la glicosilación está relacionada con su papel en la fisiología 
celular (Helenius y Aebi, 2001). 
 
 
 II.II. Funciones 
Existe una gran dificultad para asignar una función específica a una 
peroxidasa en particular debido a su baja especificidad de sustrato y a la 
presencia de muchas isoenzimas (Hiraga et al., 2001).   
Las peroxidasas pueden considerarse como enzimas bifuncionales, ya 
que oxidan varios sustratos en presencia de peróxido de hidrógeno, pero 
también producen especies reactivas de oxígeno (ROS) debido a sus dos 
posibles ciclos catalíticos (peroxidativo y oxidativo) (Passardi et al., 2005). 
Las peroxidasas están implicadas en muchas funciones fisiológicas, 
desde la germinación a la senescencia. Muchas isoenzimas se expresan de 
forma constitutiva, así que juegan un papel importante en la estructura y 





varios estreses. Las peroxidasas participan en la oxidación de compuestos 
fenólicos (Fry, 2004), la defensa frente a patógenos (Lehtonen et al., 2009), la 
elongación celular (Liszkay et al., 2004), el metabolismo de especies reactivas 
de oxígeno y especies reactivas de nitrógeno (Almagro et al., 2009), el 
metabolismo de fitohormonas (Cosio et al., 2009), el entrecruzamiento de los 
componentes de las paredes celulares y la formación de suberina y lignina 
(Marjamaa et al., 2009; Arrieta-Baez y Stark, 2006) (Fig. 15).  
 
Figura 15. Esquema de las diferentes funciones fisiológicas de las peroxidasas. 




 II.III. Polimorfismo 
Las peroxidasas vegetales de secreción pueden clasificarse según su 
punto isoeléctrico (pI) en ácidas (pI < 7,0), moderadamente básicas (7,0 < pI < 
9,0) y fuertemente básicas (pI > 9,0) (Quiroga et al., 2000; Ros Barceló et al., 
2004). Estos grupos muestran una diferente localización subcelular pero una 
especificidad de sustrato similar. Las peroxidasas se encuentran localizadas 





espectro completo de peroxidasas (ácidas y básicas) se localiza en las 
paredes celulares, en las vacuolas sólo hay peroxidasas fuertemente básicas 
(Pedreño et al., 1993). Esto indica que en la biosíntesis y recambio de 
metabolitos secundarios como los fenoles y los alcaloides, que se 
compartimentalizan principalmente en la vacuola, están implicadas sólo las 
peroxidasas básicas, mientras que en la biosíntesis de las ligninas y los 
entrecruzamientos de la extensina y de los grupos feruloilo de las pectinas 
(reacciones que tienen lugar en las paredes de la célula vegetal) están 
implicadas los dos tipos de peroxidasas (Pedreño et al., 1993; Ros Barceló et 
al., 1997). 
Las peroxidasas vegetales de clase III están codificadas por una gran 
familia multigénica (Hiraga et al., 2000) y muestran un alto grado de 
polimorfismo. En la mayoría de los casos, este polimorfismo varía con el 
cultivar y el órgano de la planta. En las plantas superiores se han encontrado 
entre 8 y 15 familias de peroxidasas, algunas de las cuales contienen dos o 
tres genes muy similares (Welinder, 1992). 
Las isoformas pueden ser generadas por modificaciones post-
traduccionales (Spoel et al., 2009). Otra fuente de polimorfismo y 
heterogeneidad puede provenir de las modificaciones covalentes o 
alteraciones conformacionales, que dan una mayor estabilidad a las 
peroxidasas (Kranz et al., 2009). Además, las alteraciones alostéricas con 
componentes de bajo peso molecular, como los fenoles presentes en la célula 
vegetal (Ros Barceló et al., 1987), pueden modificar sus propiedades 
catalíticas (Ros Barceló y Muñoz, 1989), ampliando así su papel metabólico. 
Desde la aparición de las peroxidasas de clase III el número de copias 
génicas se ha incrementado. Esto puede relacionarse con la adaptación de las 
plantas a la vida terrestre en la presencia de elevadas concentraciones de 
oxígeno, lo cual causa un estrés en la propia planta. La evolución de una 
familia multigénica parece estar relacionada con el aumento de la complejidad 
de las plantas y con la diversificación de sus biotopos y patógenos (Passardi et 





 En Oryza sativa y Arabidopsis thaliana se ha estudiado la duplicación 
que ha llevado a la producción de grandes familias multigénicas. En O. sativa 
se han identificado 138 genes (Passardi et al., 2004) y en A. thaliana se 
encuentran 73 genes que codifican diferentes peroxidasas (Tognolli et al., 
2002). Al estudiar las respuestas a varios estreses en estas plantas se ha 
podido identificar que las diversas isoformas de peroxidasas poseen distintas 
funciones (Hiraga et al., 2000; Welinder et al., 2002; Cosio y Dunand, 2009).  
Todas estas características implican que una completa comprensión 
del papel de las peroxidasas sólo puede lograrse a través de un análisis 
detallado de la expresión espacial y temporal de cada isoenzima de 
peroxidasa, así como su especificidad de sustrato (Christensen et al., 2001). 
 
 
 II.IV. Localización tisular y subcelular 
 Probablemente para compensar la amplia gama de sustratos que son 
capaces de emplear, las peroxidasas presentan una compartimentalización 
tisular muy específica. Así, están localizadas en los tejidos meristemáticos 
(Crevecoeur et al., 1997), en las células epidérmicas (Goldberg et al., 1987; 
Hendriks y van Loon, 1990; Ferrer y Ros Barceló, 1994a) y en las vasculares 
(Czaninski y Catesson, 1969; Ros Barceló et al., 2002). En las células 
vasculares, las peroxidasas pueden estar localizadas en el xilema (Ferrer y 
Ros Barceló, 1994b) y, secundariamente, en las células del cambium y del 
floema. En los frutos, las peroxidasas están fundamentalmente localizadas en 
las células epidérmicas y del xilema (Calderón et al., 1993) y en las hojas 
también están compartimentalizadas en las células del mesófilo (Sottomayor y 
Ros Barceló, 1997). En todos estos tejidos, las peroxidasas se encuentran 
localizadas tanto en las paredes celulares como en las vacuolas, sin embargo, 
en las células meristemáticas (Crevecoeur et al., 1997), cambiales (Ros 
Barceló et al., 1991) y del mesófilo (Sottomayor y Ros Barceló, 1997), las 
peroxidasas están principalmente localizadas en la vacuola, bien en forma 
soluble (Crevecoeur et al., 1997) o firmemente ligadas a la cara interna del 





situación es ligeramente diferente en las células epidérmicas y del xilema, 
donde las peroxidasas están localizadas principalmente en las paredes 
celulares, tanto en las primarias (Goldberg et al., 1987), fundamentalmente a 
nivel de las esquinas celulares y de la lámina media, como en los 
engrosamientos secundarios (Ros Barceló, 1995; Ros Barceló et al., 2002), 
siendo las pectinas uno de los factores que contribuyen a la distribución 
específica de las distintas isoenzimas de las peroxidasas en los diferentes 
dominios de la pared celular (Ros Barceló et al., 1988). 
 
 
II.V. Papel fisiológico en la lignificación  
 
Un aspecto que deberían cumplir las enzimas que participasen en la 
polimerización de los alcoholes cinamílicos es la de presentar una correlación 
cuantitativa con la lignificación. En el caso de las peroxidasas, esta correlación 
ha sido frecuentemente descrita en el endocarpo de melocotón (Abeles y Biles, 
1991), en fibras de lino (McDougall, 1992), en el álamo (Baier et al., 1993), en 
agujas de pícea noruega (Polle et al., 1994) y en células en suspensión de 
Zinnia elegans durante la diferenciación en traqueidas (Sato et al., 1995). Sin 
embargo, en ninguno de los casos anteriormente citados ha sido una sola 
peroxidasa, ya sea básica o ácida, la única implicada en esas correlaciones. 
De todos estos estudios se desprende la conclusión de que más de una 
isoenzima parece estar implicada en la polimerización de los alcoholes 
cinamílicos, lo que podría explicar por qué la reducción en la expresión de una 
isoenzima de peroxidasa individual no está acompañada por una reducción en 
la lignificación de la pared celular. El papel que desempeñan las peroxidasas 
en la polimerización de los alcoholes cinamílicos ha sido ampliamente descrito, 
de modo que en tejidos lignificantes de tabaco (Lagrimini et al., 1987), de 
tomate (Mohan et al., 1993) y de álamo (Osakabe et al., 1994) se acumulan 
tanto los promotores del gen de la peroxidasa como se produce una expresión 
de sus transcritos.  
Estudios posteriores de sobreexpresión y supresión de peroxidasas 





la sobreexpresión de una peroxidasa básica produjo un aumento del contenido 
de lignina (El-Mansouri et al., 1999), mientras que en el tabaco el 
silenciamiento parcial de una peroxidasa de carácter también básico causó 
una reducción tanto de unidades S como de unidades G (Talas-Ogras et al., 
2001; Blee et al., 2003). Por el contrario, el silenciamiento parcial de una 
isoenzima ácida de la misma especie no produjo una disminución significativa 
en la lignificación (Lagrimini et al., 1997). Por otra parte, en el álamo el 
silenciamiento parcial de una peroxidasa ácida dio como resultado la reducción 
de hasta un 20% del contenido de ligninas, que en este caso sólo produjo una 
reducción de unidades G (Li et al., 2003). Así, aunque se ha descrito que la 
peroxidasa responsable de la lignificación es de carácter básico (Gabaldón et 
al., 2005) algunas peroxidasas de carácter ácido participan también en la 
lignificación tal y como describen Li et al. (2003), de modo que la diferencia 
entre las peroxidasas ácidas y básicas puede ser la participación diferencial en 
la formación de ligninas. 
A pesar de que tanto las peroxidasas ácidas como las básicas son 
capaces de oxidar los alcoholes p-cumarílico y coniferílico, este hecho no está 
tan claro en el caso del alcohol sinapílico, que no es sustrato de muchas 
peroxidasas ácidas, que con algunas excepciones son consideradas como 
pobres catalizadores (Christensen et al., 1998; Bernards et al., 1999). Esta 
observación es importante para revelar la especificidad y naturaleza de la 
enzima implicada en la biosíntesis de lignina, puesto que el alcohol sinapílico 
es más proclive a la oxidación que los alcoholes coniferílico y p-cumarílico 
(Kobayashi et al., 2005). Estos resultados sugieren que, aunque las reacciones 
catalizadas por las peroxidasas están conducidas por fuerzas redox (Ros 
Barceló et al., 2004), la acomodación del sustrato en el centro catalítico de la 
enzima determina el papel real que juega cada peroxidasa en la biosíntesis de 
ligninas (Kobayashi et al., 2005; Ros Barceló et al., 2007). Así, se ha 
determinado por estudios de cristalografía de rayos X que la oxidación del 
alcohol sinapílico por ciertas peroxidasas ácidas está dificultada estéricamente 
debido a interacciones hidrofóbicas desfavorables entre los átomos metoxi del 
alcohol sinapílico y los residuos conservados I-138 y P-139 en el sitio de unión 





aparentemente no ocurre en el sitio de unión al sustrato de las peroxidasas 
ácidas que oxidan a la siringaldazina (Christensen et al., 2001), y por 
supuesto, tampoco ocurre en la mayoría de las peroxidasas básicas, donde el 
residuo I-138 está sustituido por el residuo L-138. La capacidad de estas 
enzimas para oxidar residuos siringilo está universalmente aceptada (Tsutsumi 
et al., 1994; Bernards et al., 1999; Quiroga et al., 2000; Ros Barceló et al., 
2000; Ros Barceló y Pomar, 2001; Aoyama et al., 2002), lo cual explicaría por 
qué la supresión antisentido de las peroxidasas básicas en plantas 
transgénicas disminuye tanto los niveles de unidades G como de S (Blee et al., 
2003), mientras que la supresión antisentido de ciertas peroxidasas ácidas 
sólo produce la disminución de los niveles de unidades G (Li et al., 2003).  
Ros Barceló et al. (2007) identificaron los determinantes estructurales 
diferenciales de las peroxidasas de tipo siringilo, alineando la secuencia 
aminoacídica de peroxidasas capaces de oxidar los residuos siringilo y de dos 
peroxidasas guayacilo típicas. Estos motivos estructurales son necesarios y 
suficientes para determinar la actividad siringil-oxidasa de las peroxidasas, 
como lo demuestra el hecho de que la peroxidasa PAPX5 de Picea abies, que 
es capaz de oxidar la siringaldazina (Marjamaa et al., 2006), muestra todos los 
motivos estructurales comunes a estas peroxidasas.  
Para determinar la función de las peroxidasas es necesario conocer 
los sustratos que oxidan, lo que nos da información acerca de la función que 
desempeñan en el organismo, ya que una peroxidasa implicada en la 
lignificación debería tener la capacidad de oxidar a los alcoholes p-
hidroxicinamílicos. Cuando se estudian las afinidades de varias peroxidasas 
básicas aisladas de tejidos lignificantes por los alcoholes cinamílicos, se 
observan valores de KM del orden de 10-400 μM (Takahama, 1993; Ros 
Barceló, 1998a), los cuales son menores que los mostrados por las lacasas 
vegetales (12 mM) (Bao et al., 1993), y se encuentran dentro del orden (5-500 
μM) de los valores de afinidad mostrados por las enzimas precedentes en la 
ruta biosintética (Grisebach, 1981; Dharmawardhana et al., 1995). En este 
punto, no se debe olvidar que los valores de KM de las peroxidasas con 





de H2O2, siendo proporcionalmente menor al descender la concentración de 
H2O2 (Ros Barceló, 1998b). De hecho, los valores de KM mostrados para el 
H2O2 por muchas peroxidasas, cuando se usan concentraciones de alcohol 
coniferílico entre 30 y 160 μM, sugieren que dichas enzimas se encuentran 
muy bien adaptadas a trabajar en presencia de bajas concentraciones de H2O2 
(Takahama, 1993; Ros Barceló, 1998a). 
Debido a la necesidad de H2O2 que tienen estas enzimas para su 
actuación, es lógico pensar que para que las peroxidasas tengan un papel 
activo en la lignificación de la pared celular, no sólo sea indispensable que 
éstas se encuentren localizadas en las mismas áreas de la pared que lignifica, 
sino que también, en ellas, las peroxidasas permanezcan activas. Por ello, es 
conveniente, aunque no indispensable (Ferrer et al., 1990), que dichas áreas 
de la pared celular muestren producción de H2O2 con el fin de favorecer la 
actividad de las peroxidasas. En este sentido, se ha de mencionar el trabajo de 
Nose et al. (1995), donde se ha descrito que agentes secuestradores del H2O2 
inhiben la lignificación de suspensiones celulares de Pinus taeda, datos que 
refuerzan la idea de que la síntesis de ligninas es totalmente dependiente de la 
producción de H2O2, pudiendo tener éste, en cierta medida, un papel 
regulador. El mayor dilema que persiste hoy en día se refiere al mecanismo a 
través del cual se genera el H2O2 necesario para activar a las peroxidasas 
durante la oxidación de los alcoholes cinamílicos. Diferentes estudios parecen 
apuntar la idea de que dicho sistema generador de H2O2 estaría localizado a 
nivel de la membrana plasmática e implicaría a una NAD(P)H oxidasa que 
usaría NADPH citoplasmático (Ros Barceló, 1998b; Ogawa et al., 1997), o 




II.VI. Evolución de peroxidasas siringilo  
 
En los últimos años se han estudiado las paredes celulares y las 
ligninas de diversas especies vegetales, como las algas, los briófitos y los 





una reacción de oxidación mediada por las peroxidasas siringilo (Ralph et al., 
2004; Ros Barceló et al., 2007).  
Las peroxidasas de tipo siringilo muestran una amplia distribución en 
las angiospermas y son capaces de oxidar los alcoholes involucrados en la 
biosíntesis específica de ligninas siringilo, lo que parece indicar que no tienen 
restricciones estéricas durante la catálisis (Gómez-Ros et al., 2007b). El 
análisis de varias secuencias de peroxidasas siringilo sugiere que éstas 
constituyen una rama ancestral, cuyos orígenes se remontan a linajes de 
plantas no vasculares de origen monofilético (Gómez-Ros et al., 2007a, b). 
Además se ha descrito la presencia de peroxidasas capaces de oxidar el 
alcohol sinapílico en especies basales que no lignifican, como las algas Ulva 
rigida y Cystoseira baccata y el musgo P. patens (Espiñeira et al., 2011). Todo 
esto indica que las peroxidasas S aparecieron de manera temprana en la 
evolución de las plantas y que estas enzimas han sido altamente conservadas 
durante le evolución de las angiospermas.  
 La peroxidasa de tipo siringilo mejor caracterizada es la peroxidasa 
básica de Z. elegans, que se ha purificado y clonado (Gabaldón et al., 2005). 
Esta peroxidasa está implicada en la lignificación de esta especie y presenta 
valores de KM bajos frente a los precursores de los monómeros de ligninas; el 
alcohol p-cumarílico con una KM de 241 µM, el alcohol coniferílico para el que 
presenta una KM de 83 µM y el alcohol sinapílico con una KM de 15 µM. 
Además, los valores más altos de eficacia catalítica se alcanzan en la 













 para el alcohol coniferílico. Los estudios 
realizados por Gabaldón et al. (2005) han permitido caracterizar esta enzima y 
usarla como modelo de las peroxidasas de tipo siringilo. Debido a que esta 
peroxidasa se utilizó como modelo de las peroxidasas siringilo se desarrolló un 
método rápido para la detección de peroxidasas homólogas a la de Z. elegans 
mediante análisis con IEF. Esta metodología permitió localizar la presencia en 
otras especies tanto de peroxidasas análogas como homólogas a la de Z. 
elegans en base a las propiedades moleculares de las mismas, tales como el 





Gómez-Ros et al. (2007a) identificaron los motivos estructurales de 
peroxidasas S mediante el alineamiento de las secuencias de aminoácidos de 
un conjunto de peroxidasas cuya capacidad para oxidar grupos S era bien 
conocida con dos peroxidasas G típicas. Mediante esta comparación se 
comprobó la presencia de determinantes típicos de peroxidasas siringilo. Este 
tipo de peroxidasas están conservadas no sólo en las angiospermas, sino 
también en gnetales (que contienen ligninas G y S); en coniferales, tales como 
Pinus sylvestris (que carece de ligninas S); en gimnospermas basales 
(Cycadales y Ginkgoales que contienen ligninas G y S); en los helechos S. 
moellendorffii y C. cornuta (que contienen tanto ligninas G como S) y en las 
plantas no vasculares M. polymorpha (que contiene ligninas S) y P. patens 
(que no contiene ligninas) (Logan y Thomas, 1985; Gómez Ros et al., 2007a; 
Ros Barceló et al., 2007). Los resultados obtenidos sugieren que la presencia 
de peroxidasas siringilo no es tan excepcional como se suponía anteriormente, 
y su presencia no sólo es anterior a la divergencia de gimnospermas y 
angiospermas sino también a la radiación de los traqueófitos. Esta observación 
sugiere que los genes que codifican estas enzimas son anteriores a la 
aparición de las plantas vasculares (Gómez Ros et al., 2007a; Duroux y 
Welinder, 2003), e incluso podría ser contemporánea a la adquisición del 
sistema más primitivo de transporte de nutrientes que ha coevolucionado en 
musgos y hepáticas (Ligrone et al., 2000). Así, según estos datos, las 
peroxidasas de tipo guayacilo constituyen el estado más evolucionado de las 
peroxidasas vegetales (Peter y Neale, 2004). 
Comparando la estructura tridimensional de una peroxidasa de tipo 
siringilo (Z. elegans) y otra de tipo guayacilo (ATP A2 de A. thaliana), se ponen 
de manifiesto las diferencias que hay entre ellas, lo que podría explicar la 
diferente especificidad de sustrato (Fig. 16). En las peroxidasas de tipo siringilo 
está ausente la hélice D´ (Gómez Ros et al., 2007a), que en la ATP A2 fija la 
posición del grupo prostético (Østergaard et al., 2000). Esto supondría un 
factor de relajación del centro catalítico en las peroxidasas siringilo, 
permitiendo así el acceso a grupos tipo siringilo. Además, la hélice D’ fija el 
motivo IPS en la ATP A2, que determina la conformación y la hidrofobicidad 





peroxidasas de tipo siringilo y las guayacilo es la disposición de láminas β. En 
la ATP A2 aparece una lámina β, sin embargo en las peroxidasas siringilo 
aparecen nuevas láminas β (Gómez Ros et al., 2007a) adyacentes a la 
histidina proximal, por lo que deben influir en la conformación del centro 
catalítico. Todos estos factores probablemente condicionan la especificidad de 
sustrato de estas enzimas, determinando propiedades catalíticas únicas (Ros 















Figura 16. Estructura tridimensional de la ATP A2 de A. thaliana (a y c) y de Z. elegans 
(b y d). Se distinguen el grupo hemo (rojo), las histidinas proximal y distal (azul claro), 
las hélices α (amarillo), la hélice D´ en A. thaliana (verde), la lámina β típica de las 
ligninas de tipo guayacilo en A. thaliana (azul) y la nueva lámina β de las peroxidasa 
siringilo en Z. elegans aguas arriba de la histidina proximal (flechas). Tomada de Ros 




Debido a que la característica principal de las peroxidasas siringilo es 
la ausencia de restricciones estéricas en el sitio de unión del sustrato, estas 
observaciones apoyan la existencia de un modelo ancestral básico de la 
arquitectura de la pared celular, cuya función ha evolucionado antes de la 
divergencia evolutiva de briófitos, helechos y plantas con semillas (Gómez Ros 





peroxidasas de plantas con flores mejor caracterizadas podían oxidar 
únicamente al alcohol coniferílico (Østergaard et al., 2000; Nielsen et al., 
2001), y esto provocaba la creencia general de que las angiospermas eran 
ineficientes para la oxidación del alcohol sinapílico (Østergaard et al., 2000). 
Sin embargo, se han publicado trabajos recientes de caracterización molecular 
y clonación de peroxidasas capaces de oxidar alcohol sinapílico en 
angiospermas (Gabaldón et al., 2005; Sasaki et al., 2006). 
En esta tesis, se muestra que las plantas basales seleccionadas, M. 
polymorpha, P. patens y S. martensii presentan peroxidasas de tipo siringilo. 
Además, una caracterización de la función de estas peroxidasas pone de 
manifiesto su comportamiento bajo diversos factores tales como el pH, el uso 











































Los objetivos de este trabajo son: 
 
I. Purificación en M. polymorpha, P. patens y S. martensii de 
peroxidasas básicas análogas a la peroxidasa responsable de la 
lignificación de Z. elegans. 
II. Caracterización bioquímica, cinética y proteómica de las 
peroxidasas purificadas. 
III. Estudio del efecto de diversos tipos de estrés en la actividad y la 
expresión proteica de peroxidasas en P. patens. 






































 MATERIAL Y MÉTODOS 
  
 




I. Material vegetal 
I.I. Marchantia polymorpha (L.) 
 
M. polymorpha es una especie de la división Marchantiophyta y del 
orden de las Marchantiales, que presenta color verde oscuro en los talos en 
crecimiento, aunque en los talos de más edad se sustituye por un color rojizo. 
Crece en turberas, prados húmedos, bordes de arroyos y en zonas con 
elevada humedad de hábitats tropicales. Esta especie posee un talo ramificado 
dicotómicamente con crecimiento apical. En la parte ventral contiene dos tipos 
de rizoides, los lisos que penetran en el suelo y los tuberculados, que forman 
cordones. Su ciclo reproductivo es dioico presentando una fase asexual en la 
cual la planta se reproduce mediante propágulos y una fase sexual en los que 
los anteridios y los arquegonios producen gametos tanto femeninos como 
masculinos (Fig. 17). 
M. polymorpha fue proporcionada por el vivero Borrazás de Bergondo 

















Figura 17. M. polymorpha: talo en crecimiento (A), arquegonio masculino (B), 









I.II. Physcomitrella patens ([Hedw.] Bruch & Schimp.)  
 
P. patens es un musgo usado como organismo modelo en estudios de 
evolución vegetal, desarrollo y fisiología (Cove et al., 2006; Reski y Frank, 
2005), y cuyo genoma está completamente secuenciado (Rensing et al., 
2004). Muestra un sistema conductor de agua interno que contiene hidroides y 
células vivas con paredes engrosadas (estereidas) que, no obstante, no 

















Figura 18. P. patens: gametófitos (A), rizoides (B) y esporófito (C).  
 
 
Esta especie de la división Bryophyta y orden de las Funariales posee 
filamentos de protonemas cuyas células apicales tienen un crecimiento 
exclusivamente apical y pueden originar ramas laterales de células 
subapicales (Fig. 18). Algunas células laterales pueden diferenciarse en brotes 
más que en ramas laterales, y estos brotes pueden alcanzar a ser 
gametóforos, que son estructuras más complejas, asimilándose a estructuras 
semejantes a hojas, rizoides y hasta a órganos sexuales: femenino 
(arquegonio) y masculino (anteridio).  
El ciclo de vida de P. patens se caracteriza por la alternancia de dos 
generaciones, la fase haploide en la cual el gametófito produce gametos y la 




fase diploide donde el esporófito produce esporas haploides. Los órganos 
sexuales (anteridios y arquegonios) se forman en los gametangios que 
emergen del gametófito. Ambos órganos sexuales se pueden encontrar en un 
solo gametófito indicando que P. patens es monoica.  
 
 






















CaNO3 x 4 H2O 1 




MnCl2 x 4 H2O 0,000389 
ZnSO4 x 7 H2O 0,000055 
KI 0,000028 
Na2MoO4 x 2 H2O 0,000025 
CuSO4 x 5 H2O 0,000055 
CoCl2 x 6 H2O 0,000055 
Fuente de hierro 
Na2EDTA x 2 H2O  0,01673 
FeSO4 x 7 H2O  0,0125 
Vitaminas 
Ácido Nicotínico  0,001 
Tiamina / HCl  0,0005 
Ácido p-aminobenzoico 0,00025 
Fuente de carbono 
Glucosa 5 
Tamponador de pH 
Tampón fosfato 0,1 mM 
 
Agar  7 
pH 5,8 




P. patens fue proporcionada por el Dr. Alonso Rodríguez Navarro, del 
Departamento de Biotecnología de la Escuela Técnica Superior de Ingenieros 
Agrónomos de la Universidad Politécnica de Madrid, manteniéndose en 
condiciones estériles como describen Benito y Rodríguez-Navarro (2003).  
La composición del medio de cultivo se muestra en la tabla 2. Las 
plantas fueron micropropagadas cada 28 días y se mantuvieron en una 
cámara de cultivo a 25ºC con un fotoperiodo de 16 horas de luz y 8 de 
oscuridad.  
Así mismo se hicieron cultivos líquidos de P. patens con el medio 
descrito en la tabla 2, sin agar, en matraces que contenían 100 ml de medio y 
3 gramos de material vegetal. Estos matraces se mantuvieron en una cámara 
de cultivo en las condiciones descritas anteriormente y con una agitación de 
130 rpm para garantizar un aporte equitativo de los nutrientes y del oxígeno a 
todas las plantas en suspensión. 
 
 
I.III. Selaginella martensii (Spring) 
 
S. martensii (Fig. 19) es una especie que pertenece a la división 
Lycophyta, del orden Selaginellales, cuyos miembros se caracterizan por ser 
plantas acuáticas o palustres, con macrófilos en roseta, esporófilos no 








Figura 19. S. martensii: imagen apical de la fronde (A), vista de los rizóforos en el tallo 
(B, C) y detalle de la característica anisófila de la fronde (D). En el tallo se puede 
observar el crecimiento de raíces aéreas (Rh). 
A B C D 





Es de color verde brillante y sus tallos y frondes están ramificados 
desde la base. Además, los rizóforos son gruesos, largos y rectos. Es una 
especie que se utiliza mucho de forma ornamental, por lo que se puede 
encontrar con bastante facilidad en las tiendas a pesar de tratarse de una 
especie de hábitats tropicales.  
Los licófitos constituyen un grupo monofilético de plantas que datan del 
Devónico temprano y que constan de tres familias, Lycopodiaceae, Isoetaceae 
y Selaginellaceae. Esta última consta además de una sola familia, 
Selaginellaceae, con un solo género, Selaginella. Se seleccionó esta familia y 
a su vez a S. martensii ya que contiene tanto características ancestrales como 
modernas (Banks, 2009). Además, uno de los miembros de Selaginella, S. 
moellendorffii, ha sido secuenciado totalmente, lo cual hace más fácil el 
estudio de este género (Banks et al., 2011). S. martensii fue adquirida en la 
Floristería Muguet de A Coruña, en maceta y sobre humus.  
 
 
II. Localización histoquímica de peroxidasas y ligninas 
 
Las tinciones histoquímicas se realizaron sobre secciones de un grosor 
comprendido entre 100 y 300 μm. Para cada especie se utilizaron diferentes 
partes de la planta, utilizándose para M. polymorpha los talos, para P. patens 










Figura 20. Talo de M. polymorpha (A), gametófitos de P. patens (B) y fronde de S. 
martensii (C). 
 




Las observaciones y fotografías se realizaron con un microscopio 
estereoscópico SMZ 150 dotado de una cámara digital Nikon DXM1200. 
 
 
Tinción con tetrametilbenzidina  
Para la localización de la actividad peroxidasa se incubaron durante 20 
minutos a 25ºC secciones de las plantas en tampón Na-acetato 50 mM pH 5,0 




Tinción de Wiesner 
Esta tinción es específica para los grupos cinamaldehído presentes en 
las ligninas (Pomar et al., 2002). Las secciones histológicas se tiñeron con una 
disolución que contenía floroglucinol (1,3,5-trihidroxibenceno) al 1% (p/v) en 
HCl/EtOH (25:75) (v/v) durante 10-15 minutos, periodo tras el cual se 
observaron los cortes en campo claro. 
 
Tinción de Mäule 
Además de la tinción de Wiesner se empleó el test de Mäule, una 
reacción específica para grupos siringilo presentes en las ligninas. Las 
secciones se incubaron en KMnO4 al 1% durante 5 minutos. A continuación se 
realizó un lavado con ácido clorhídrico al 30%, y finalmente se observaron en 
amoniaco al 100% (Pomar et al., 2002). 
 
 
III. Extracción de proteínas totales  
 
Para obtener la proteína total se usaron talos de M. polymorpha, 
gametófitos en el caso de P. patens y frondes de S. martensii. El material fue 
homogeneizado en una batidora usando un tampón Tris-HCl 50 mM EDTA 1 
mM y KCl 1 M pH 7,5 en una proporción 1:2 (p/v). En el momento de la 
homogeneización se le añadió al tampón 0,05 g de PVPP por gramo de peso 
fresco. Todo el proceso se realizó a 4ºC. 




El homogeneizado se filtró a través de dos gasas, previamente 
enfriadas, se descartó el material retenido y el filtrado se centrifugó durante 40 
minutos a 15000g en una centrífuga refrigerada Eppendorf. Tras este tiempo 
se recogió el sobrenadante y se descartó el precipitado. Por último, la fracción 
obtenida se dializó durante toda la noche en tampón Tris-HCl 50 mM pH 7,5. 
 
 
IV. Purificación de peroxidasas 
IV.I. Precipitación con sulfato amónico 
 
 La obtención de las proteínas de cada una de las muestras se realizó 
mediante una precipitación fraccionada con sulfato amónico. El método de 
precipitación fraccionada tiene como base la diferente solubilidad que 
presentan las proteínas en función de la concentración de sales. Así, una 
alícuota de la fracción proteica extraída se precipitó con diferentes porcentajes 
de sulfato amónico que, en el caso de M. polymorpha fueron: 50, 65 y 95%, 
mientras que para P. patens y S. martensii se emplearon 25, 40, 50, 65, 80 y 
95%.  
 Se comenzó precipitando el material con la concentración más baja de 
sulfato amónico durante una hora y media a 4ºC y se centrifugó a 27000g 
durante 20 minutos a 4ºC. El precipitado se conservó, mientras que el 
sobrenadante de esta primera centrifugación se utilizó para precipitar el 
material con una concentración superior de sulfato amónico, en las 
condiciones descritas anteriormente, realizándose de manera análoga los 
siguientes pasos de precipitación. Cada precipitado se resuspendió en tampón 
Tris-HCl 50 mM pH 7,5 y se dializó toda la noche frente al mismo tampón. Los 
patrones de proteínas totales e isoenzimas de peroxidasa presentes en cada 
fracción precipitada se siguieron mediante el desarrollo de SDS-PAGE e 
isoelectroenfoque, respectivamente.  
 En función de estos patrones, se decidió realizar para cada especie 
diferentes precipitaciones con la totalidad del material vegetal extraído. Para 




M. polymorpha se realizó una precipitación con sulfato amónico del 0 al 65% y 
del 65 al 95%, tal y como se describe anteriormente, mientras que P. patens 
se decidió precipitar toda la proteína al 95%. En el caso de S. martensii se 
decidió realizar con la totalidad del material vegetal extraído una precipitación 
con sulfato amónico del 0 al 80% y otra del 80 al 95%.  
 Tras dializar la muestra se procedió a concentrarla empleando filtros 
de membrana Amicon Ultra-15 siguiendo las indicaciones del fabricante 
(Millipore, Carrigtwohill, Irlanda).  
Para la purificación posterior de las fracciones obtenidas se utilizó el 
sistema cromatográfico Äkta de GE Healthcare. 
 
 
 IV.II. Purificación parcial de peroxidasas de M. polymorpha 
 IV.II.I. Cromatografía hidrofóbica sobre Fenil-SefarosaTM 
6 Fast Flow  
 
 Este tipo de cromatografía está basado en la hidrofobicidad diferencial 
que muestran las proteínas bajo ciertas condiciones del medio que las rodea. 
Entre estas condiciones, la que más se utiliza para facilitar la exposición de las 
zonas hidrofóbicas internas es el sulfato amónico a concentraciones que 
suelen oscilar entre 1-2,5 M.  
 La matriz más empleada para fijar las proteínas por hidrofobicidad es 
la Fenil-Sefarosa, gel que parece eliminar una gran cantidad del material que 
absorbe a 280 nm y, además, posee una alta capacidad para retener 
proteínas, resultando un método idóneo como paso inicial en la purificación de 
peroxidasas. Con este propósito, se realizó esta primera cromatografía 
partiendo de una concentración de sulfato amónico de 1,5 M disminuyéndose 
esta concentración con un gradiente lineal.  
La columna de Fenil-Sefarosa
TM
 6 Fast Flow (Volumen total, VT= 55 
ml) fue empaquetada y equilibrada con sulfato amónico 1,5 M en Tris-HCl 50 




mM pH 7,5. La muestra procedente de la extracción del material vegetal, ya 
preparada con una concentración de 1,5 M de sulfato amónico, se aplicó sobre 
el gel. Tras aplicar la muestra de proteína, la cromatografía se realizó con el 
siguiente gradiente decreciente de sulfato amónico: i) 100% de tampón A, 
minutos 0-130, ii) 0-100% de tampón B, minutos 130-330; y iii) 100% de 
tampón B, minutos 330-480; utilizándose como tampón A sulfato amónico 1,5 
M en Tris-HCl 50 mM pH 7,5, y como tampón B, Tris-HCl 50 mM pH 7,5. La 
cromatografía se realizó a un flujo de 1 ml min
-1




IV.II.II. Cromatografía de intercambio iónico sobre SP-
SefarosaTM Fast Flow  
 
 El intercambio iónico es uno de los métodos que se incluyen en la gran 
mayoría de los esquemas de purificación de enzimas. Debido a que se basa 
en la carga neta que presentan las enzimas a un pH dado, existen 
intercambiadores aniónicos (cargados positivamente), entre los que destacan 
aquellos que contienen grupos amonio, e intercambiadores catiónicos 
(cargados negativamente), entre los que destacan los que contienen grupos 
carboxilato o sulfopropilo. Dado el elevado punto isoeléctrico de las 
peroxidasas de M. polymorpha, se escogió un intercambiador con grupos 
sulfopropilo por presentar carga neta negativa en un amplio rango de pH, 
donde la peroxidasa presenta carga neta positiva. 
 La columna de SP-Sefarosa
TM
 Fast Flow (VT= 30 ml) fue empaquetada 
y equilibrada con tampón Tris-HCl 25 mM pH 8,2. La muestra procedente de la 
cromatografía hidrofóbica se concentró y simultáneamente se dializó frente a 
un tampón Tris-HCl 25 mM pH 8,2, usando el sistema de filtros de membrana 
Amicon Ultra-15. Tras aplicar la muestra, la cromatografía se realizó con un 
programa que incluyó un gradiente ascendiente de cloruro potásico. Este 
gradiente consistía en: i) 0% de tampón B, minuto 0-104; ii) 0-100% de tampón 
B, minuto 104-204; y iii) 100% de tampón B, minuto 204-325; siendo el tampón 
A Tris-HCl 25 mM pH 8,2, y el tampón B, Tris-HCl 25 mM pH 8,2 con KCl 0,5 




M. La cromatografía se llevó a cabo a un flujo de 1 ml min
-1
 recogiéndose 
fracciones de 1 ml. 
 
 
 IV.III. Purificación de peroxidasas de P. patens 
 IV.III.I. Cromatografía hidrofóbica sobre Fenil-SefarosaTM 
6 Fast Flow  
 
 La cromatografía sobre Fenil-Sefarosa
TM
 6 Fast Flow (VT= 55 ml) se 
llevó a cabo en las mismas condiciones descritas en el apartado IV.I.II con el 
siguiente gradiente decreciente de sulfato amónico: i) 100% de tampón A, 
minutos 0-160, ii) 0-100% de tampón B, minutos 160-360; y ii) 100% de 
tampón B, minutos 360-500; utilizando como tampón A sulfato amónico 1,5 M 
en Tris-HCl 50 mM pH 7,5, y como tampón B, Tris-HCl 50 mM pH 7,5. La 
cromatografía se realizó a un flujo de 1 ml min
-1




IV.III.II. Cromatografía de intercambio iónico sobre SP-
SefarosaTM Fast Flow  
 
 Para esta segunda cromatografía se escogió un intercambiador 
catiónico con grupos sulfopropilo por presentar carga neta negativa en un 
amplio rango de pH, donde la peroxidasa presenta carga neta positiva. 
 La columna de SP-Sefarosa
TM
 Fast Flow (VT= 30 ml) fue empaquetada 
y equilibrada con tampón ácido 3-[ciclohexilamino]-1-propano-sulfónico (CAPS) 
50 mM pH 9,5. La muestra procedente de la cromatografía hidrofóbica se 
concentró y simultáneamente se dializó frente a un tampón CAPS 50 mM pH 
9,5, usando el sistema de filtros de membrana Amicon Ultra-15.  
 Tras aplicar la muestra, la cromatografía se realizó con un programa 
que incluyó un gradiente ascendente de pH efectuado con dos tampones. Este 




gradiente consistía en: i) 0% de tampón B, minuto 0-70; ii) 0-100% de tampón 
B, minuto 70-170; y iii) 100% de tampón B, minuto 170-200; siendo el tampón 
A CAPS 50 mM pH 9,5, y el tampón B, CAPS 50 mM pH 11,5. La 
cromatografía se llevó a cabo a un flujo de 1 ml min
-1
 recogiéndose fracciones 
de 1 ml.  
  
 
 IV.IV. Purificación de peroxidasas de S. martensii 
 
IV.IV.I. Cromatografía hidrofóbica sobre Fenil-
SefarosaTM 6 Fast Flow  
 
 La cromatografía sobre Fenil-Sefarosa
TM
 6 Fast Flow (VT= 55 ml) se 
llevó a cabo en las mismas condiciones descritas en el apartado IV.I.II con el 
siguiente gradiente decreciente de sulfato amónico: i) 100% de tampón A, 
minutos 0-130, ii) 0-100% de tampón B, minutos 130-330; y iii) 100% de 
tampón B, minutos 330-500; utilizando como tampón A sulfato amónico 1,5 M 
en Tris-HCl 50 mM pH 7,5, y como tampón B, Tris-HCl 50 mM pH 7,5. La 
cromatografía se realizó a un flujo de 1 ml min
-1




IV.IV.II. Cromatografía de intercambio iónico sobre SP-
SefarosaTM Fast Flow  
 
 La cromatografía sobre SP-Sefarosa
TM
 Fast Flow (VT= 30 ml) se llevó 
a cabo en las mismas condiciones descritas en el apartado IV.I.III para las 
enzimas SmaPrx1 y SmaPrx3 con el siguiente gradiente: i) 100% de tampón A, 
minuto 0-50; ii) 0-100% de tampón B, minuto 50-150; y iii) 100% de tampón B, 
minuto 150-310; siendo el tampón A CAPS 50 mM pH 9,5, y el tampón B, 
CAPS 50 mM pH 11,5. La cromatografía se llevó a cabo a un flujo de 1 ml min
-
1
  recogiéndose fracciones de 1 ml.  




 Para la muestra SmaPrx2 la columna fue equilibrada con tampón Tris-
HCl 25 mM pH 8,2. Tras aplicar la muestra, la cromatografía se realizó con un 
programa que incluyó un gradiente ascendente de cloruro potásico. Este 
gradiente consistía en: i) 100% de tampón A, minuto 0-50; ii) 0-100% de 
tampón B, minuto 50-200; y iii) 100% de tampón B, minuto 200-275; siendo el 
tampón A Tris-HCl 25 mM pH 8,2, y el tampón B, Tris-HCl 25 mM pH 8,2 con 
KCl 1 M. La cromatografía se llevó a cabo a un flujo de 1 ml min
-1
 
recogiéndose fracciones de 1 ml. 
 
 
V. Determinación de la actividad peroxidasa 
 
El método usado para la determinación de la actividad peroxidasa se 
basa en la estimación espectrofotométrica directa de la variación de la 
absorbancia que se produce al catalizar la enzima la transformación de un 
sustrato.  
La actividad peroxidasa de las distintas muestras se determinó a 25ºC 
en un espectrofotómetro Heλios γ de Thermo, usando un medio de reacción 
que contenía tampón Na-acetato 50 mM pH 5,0, H2O2 0,5 mM, y distintos 










actividad peroxidasa también se midió con los precursores de las ligninas a 

















) (Ros Barceló y Pomar 2001). 
Para determinar las funciones en las que están implicadas las enzimas 
purificadas y calcular la cinética de las mismas además se usaron los 


















) (Ros Barceló y Pomar 
2001; de Marco et al., 1999; Gabaldón et al., 2005). Para la medida de 
actividad peroxidasa con el ácido ascórbico se usó un tampón fosfato 50 mM 




pH 7,0. La dependencia de la actividad enzimática del pH fue testada usando 
tampón Na-acetato 50 mM para el rango de pH de 4 a 6 y Tris-HCl 50 mM para 
el rango de pH de 7 a 9. 
 
 
VI. Determinación de la cantidad de proteínas  
 
 Para determinar la cantidad de proteínas se siguió el método de 
Bradford (1976) utilizándose seroalbúmina bovina como proteína estándar 
para obtener la recta patrón. 
 
 
VII. Análisis electroforéticos 
VII.I. Isoelectroenfoque en placa  
 
 La preparación de los geles y el proceso de polimerización se llevaron 
a cabo según el procedimiento descrito por Wrigley (1971) con algunas 
modificaciones.  
 
Composición de los geles 
 El medio de polimerización se componía de acrilamida/bisacrilamida 
(29:1) al 6,5%, anfolinas de rango pH 3,5-9,5 al 2% (v/v) y glicerol al 5% (p/v). 
La mezcla se desgasificó usando una bomba de vacío durante 5 minutos y 
posteriormente se añadió persulfato amónico al 0,06% (p/v). Con una 
micropipeta se formaron láminas de gel que se dejaron polimerizar durante 90 
minutos a 25ºC. 
 
Cargado de las muestras y desarrollo del isoelectroenfoque 
 Para llevar a cabo el enfoque se utilizó un sistema Multiphor II de 
Pharmacia-Biotech, manteniendo la temperatura constante a 4ºC mediante un 
circuito cerrado de refrigeración conectado a un estabilizador de temperatura 




Multitemp III de Amersham Pharmacia Biotech. En el interior de la cubeta se 
colocaron dos frascos con una solución de NaOH 1 M para permitir la 
disolución del CO2 desprendido durante el isoelectroenfoque, ya que este CO2 
puede provocar variaciones en el gradiente de pH deseado. Los geles se 
colocaron sobre la placa de porcelana del Multiphor II depositándose entre el 
vidrio y la placa unas gotas de agua destilada para facilitar el desarrollo de una 
temperatura homogénea en toda la superficie del gel. Seguidamente, se 
colocaron unas bandas de isoelectroenfoque de Pharmacia empapadas en 
soluciones electrolíticas, NaOH 1 M para la banda del cátodo y H3PO4 1 M 
para la banda del ánodo. A continuación se depositaron de 10 a 30 μl de 
muestra sobre los papeles de aplicación de 5 x 2 mm de tamaño, colocados 
encima del gel. Las condiciones del isoeletroenfoque para un gel de 8 cm de 
longitud fueron de 1500 V, 16 mA y 10 W durante 70 minutos.  
 
Revelado de los geles 
 Para el revelado de las isoenzimas de la peroxidasa se usó un medio 
de tinción con 4-metoxi-α-naftol (4MN) 1 mM y H2O2 0,33 mM en tampón Na-
acetato 50 mM pH 5,0. Los geles se incubaron en este medio durante 15 
minutos a 25ºC en oscuridad y se lavaron con agua destilada para eliminar el 
exceso de colorante (López-Serrano et al., 2004). 
 
 
VII.II. Electroforesis disociante (SDS-PAGE) 
 
 Se realizó según el protocolo descrito por Laemmli (1970) con ligeras 
modificaciones. Las proteínas se desnaturalizaron por calentamiento en un 
baño en ebullición durante 10 minutos, en presencia de tampón Tris-HCl 0,5 M, 
pH 6,8, glicerol 8%, SDS 0,7 % (p/v) y azul de bromofenol 0,01 %.  
 Los marcadores de peso molecular utilizados (Fermentas Life 
Sciences, cat. SM0661) fueron de amplio rango, de 10 a 200 kDa. 
 




Preparación de los geles y desarrollo de la electroforesis 
 El gel separador (1 mm de espesor) se preparó con tampón Tris-HCl 
1,5 M, pH 8,8, conteniendo acrilamida/bisacrilamida (29:1) al 10%, SDS al 
0,1%, TEMED al 0,15% y persulfato amónico al 0,05%, dejándose 30 minutos 
para su polimerización.  
 El gel concentrador se preparó con tampón Tris-HCl 0,5 M, pH 6,8 
conteniendo acrilamida/bisacrilamida (29:1) al 4%, SDS al 0,1%, TEMED al 
0,2% y persulfato amónico al 0,08%, dejándose 30 minutos para su 
polimerización.  
 La migración de las bandas sobre el gel se llevó a cabo en una cubeta 
MiniProtean 3 de Bio-Rad con tampón glicina 192 mM, Tris 25 mM, pH 8,3, 
conteniendo SDS al 0,1%. El voltaje aplicado, con una fuente de alimentación 
Bio-Rad Power-Pac 1000, fue de 200 V durante 45 minutos.  
 
Tinción de los geles con plata 
 Tras la electroforesis, las proteínas se tiñeron con el método del nitrato 
de plata (Oakley et al., 1980) usando el kit Plus One Silver Staining. Para ello, 
el gel se fijó durante 30 minutos en etanol al 40% y ácido acético al 10%. 
Posteriormente se incubó durante 30 minutos en una solución sensibilizadora 
que contenía glutaraldehído al 0,125%, tiosulfato sódico al 0,2%, acetato 
sódico al 6,8% y etanol al 30%. A continuación se realizaron 3 lavados de 5 
minutos con agua destilada, y seguidamente se procedió a la tinción del gel con 
una solución de plata compuesta por nitrato de plata al 0,25% y formaldehído al 
0,015% durante 20 minutos. Se volvió a lavar el gel con agua destilada (2 
veces) y las proteínas se revelaron en una solución que contenía carbonato 
sódico al 2,5% y formaldehído al 0,0074%. Finalmente, la reacción se detuvo 
con una solución que contenía EDTA-Na2 al 1,46%. Los geles se conservaron 
en agua destilada hasta que se fotografiaron. 
 
 




Tinción con azul de Coomassie 
 Las proteínas purificadas se revelaron usando un medio de tinción que 
contenía azul brillante de Coomassie al 0,2%, metanol al 45%, ácido acético al 
10% y ácido tricloroacético al 10%. El gel se incubó 3 horas en agitación a 
25ºC, periodo tras el cual pasó a decolorarse con una solución compuesta por 
metanol al 20%, ácido acético al 10% y glicerol al 10%. La decoloración se 
llevó a cabo durante toda la noche en agitación a 25ºC. 
 
 
VIII. Análisis de datos cinéticos 
 
 Para determinar la KM aparente y la Vmax de las peroxidasas 
purificadas de P. patens y S. martensii se emplearon cuatro sustratos a 
diferentes concentraciones: alcohol coniferílico 5-100 μM, alcohol sinapílico 1-
120 μM, ácido ferúlico 1-50 μM y peróxido de hidrógeno 0,025 -1 mM, 
empleándose tampón Na-acetato 50 mM pH 5,0. 
 Los valores de KM y Vmax se determinaron con la ecuación de 




IX. Tratamientos de los cultivos líquidos de P. patens 
 
Los cultivos líquidos de P. patens de 7 días se pusieron bajo diversos 
tipos de estrés para estudiar la actividad y la expresión de peroxidasas en P 
patens. Se utilizaron ácido abscísico (ABA) con una concentración de 10 µM 
(Richardt et al., 2010), cloruro sódico a una concentración 250 mM (Kroemer et 
al., 2004) y manitol con una concentración 250 mM (Minami et al., 2003).  
Se empleó también ácido salicílico (SA), con el cual se realizaron 
pruebas con diferentes concentraciones, 1, 5 y 20 mM, tras las cuales se 
escogió la de 1 mM para los tratamientos.  




Se realizaron además tratamientos con peróxido de hidrógeno (H2O2). 
Para escoger la concentración idónea para trabajar se hicieron pruebas con 
0,5, 5 y 50 mM, tras las cuales se optó por la concentración 5 mM. Para 
realizar este tratamiento se utilizó un control con H2O2 (5 mM) y ácido 
ascórbico (10 mM). 
 
 
X. Extracción y cuantificación de fenoles 
 
Se utilizaron muestras obtenidas 96 horas tras los diversos tratamientos. 
Las muestras se homogenizaron en metanol al 80% y se incubaron durante 30 
min a 80ºC. Tras una centrifugación a 4000g durante 5 min se recogió el 
sobrenadante, se añadió agua y se evaporó el metanol en un evaporador 
rotatorio (Buchi R-200) a 45ºC. El residuo acuoso se extrajo 3 veces con 
acetato de etilo, se eliminaron los restos de agua con sulfato sódico, se 
evaporó a sequedad en un evaporador rotatorio y se resuspendió en 1 ml de 
metanol. 
 El contenido de fenoles se determinó usando el reactivo Folin–
Ciocalteu de acuerdo con Singleton y Rossi (1965) y se calculó empleando 
ácido ferúlico como patrón. 
 
 
XI. Análisis proteómicos 
 
Los análisis proteómicos se realizaron en el INIBIC, Instituto de 
Investigación Biomédica de A Coruña. Estos análisis se utilizaron para 
determinar el peso molecular de las proteínas purificadas de S. martensii así 
como para adquirir los espectros de masas de las mismas y su huella 
peptídica.  
También se llevaron a cabo análisis proteómicos para estudiar el 
secretoma radicular de P. patens a lo largo del desarrollo. 
 




XI.I. Determinación del peso molecular mediante MALDI-
TOF MS 
 
Las proteínas purificadas de P. patens y S. martensii se analizaron 
mediante MALDI-TOF MS para determinar su peso molecular, utilizando ácido 
sinapínico como matriz. Las proteínas se implantan en la matriz sólida que las 
protege absorbiendo la energía de un láser y disipándola, lo que facilita la 
coevaporación y la ionización de la muestra. Seguidamente las biomoléculas 
son irradiadas con un láser pulsado de nitrógeno, la energía del láser expulsa 
iones de la matriz electrónicamente excitados, cationes y macromoléculas 
neutrales, que crean una densa nube de gas por encima de la superficie de la 
muestra. Las macromoléculas cargadas son dirigidas al analizador mediante 




XI.II. Digestión de proteínas con tripsina y adquisición de 
espectros MS/MS 
 
Las peroxidasas purificadas de Selaginella martensii fueron cargadas 
en un gel de SDS-PAGE y teñidas con azul de coomassie. Fueron troceadas y 
digeridas con tripsina (6 ng μl
-1
, Roche) durante 16 horas a 37ºC, para lo cual 
fue necesario desecar la muestra con acetonitrilo, reducirla con DTT y 
alquilarla con yodoacetamida (Shevchenko et al., 2006). Tras la digestión, la 
muestra se secó al vacío en un Speed-Vac, resuspendiéndose en ácido 
trifluoroacético al 0,1% y desalándose posteriormente para extraer los 
péptidos.  
Las muestras se analizaron mediante MALDI-TOF/TOF (4800 
ABSciex), usándose el software Explorer 4000 v.4.2 para generar los 
espectros y las listas de picos. Las adquisiciones de MS se obtuvieron con un 
láser de 3800 kV y 1500 disparos/espectro. La fragmentación del espectro se 
hizo con un promedio de 2000 disparos seleccionando los 20 iones más 
abundantes de cada huella peptídica obtenida en el MALDI-TOF (excluyendo 




la tripsina). Para el análisis de datos se tuvo en cuenta un umbral de relación 
señal/ruido de 20, con una superficie mínima de 100 y una resolución mayor 
de 10000 con una precisión de masa de 20 ppm. Para la identificación de las 
proteínas y la búsqueda en la base de datos se empleó el programa Mascot 
v.19 (www.matrixscience.com). Se seleccionaron más de 50 picos en la huella 
peptídica por su intensidad y 50 picos por precursor de la identificación 
mediante MS/MS; para la búsqueda en las bases de datos se desecharon 
tanto los picos de tripsina como los de queratina, productos de la manipulación 
de la muestra. Los resultados en Mascot para todas las identificaciones fueron 
mayores que el umbral aceptado para obtener un resultado significativo (para 
un p <0,050, la tasa de positivos medidos es de 0,047).  
La búsqueda mediante las huellas peptídicas y los espectros en 
tándem se realizaron en la base de datos NCBInr sin restricción taxonómica, 
considerándose las modificaciones fijas y variables (Cys como S-
carbamidometil y Met como metionina oxidada).  
 
 
XI.III. Precipitación de proteínas del secretoma radicular de 
P. patens 
 
 La precipitación de las proteínas del secretoma radicular de 
suspensiones líquidas de P. patens se realizó a los 7 y a los 28 días de cultivo, 
mediante dos métodos diferentes, precipitación con sulfato amónico y 
precipitación con ácido tricloroacético (TCA)-acetona. La precipitación con 
sulfato amónico se hizo al 95% tal como se explicó en apartados anteriores. El 
método del TCA-acetona se llevó a cabo según Damerval et al. (1986) con 
modificaciones. El secretoma radicular se precipitó añadiendo cuatro 
volúmenes de acetona fría con un 10% de TCA y β-mercaptoetanol al 0,07% 
(p/v). Las muestras se incubaron a -20ºC toda la noche y luego se 
centrifugaron durante 40 minutos a 1600g. El precipitado se lavó con acetona 
fría con 0,07% (p/v) de β-mercaptoetanol y se centrifugó otra vez durante 5 
minutos a 3500g. En ambos métodos de extracción los precipitados se 
liofilizaron y se resuspendieron en un tampón con urea 6 M, tiourea 2 M y 




bicarbonato amónico 25 mM. Las muestras se sonicaron para eliminar el 
material insoluble por centrifugación.  
 
 
XI.III.I. Fraccionamiento en gel 
 
Por cada muestra se cargaron 30 µg de proteína en un gel de SDS-
PAGE al 10% de acrilamida en un gel de Protean
®
 mini-gel (Bio-Rad, Hercules, 
(CA), EE.UU.). Los geles se tiñeron ligeramente con azul de Coomassie 
durante 10 minutos para comprobar la integridad de la proteína. Cada carril fue 
fraccionado en 3 secciones que se procesaron posteriormente de forma 
independiente. Cada sección fue desteñida con metanol, dividida en dos 
partes iguales para crear dos réplicas experimentales, cortada en trozos 
pequeños y digeridas siguiendo un procedimiento estándar (Shevchenko et al., 
2006). Las muestras se desecaron brevemente con acetonitrilo, se redujeron 
con DTT, se alquilaron con yodoacetamida y se digirieron con tripsina (6 ng l
-1
, 
Promega MSgold, Madison, (WI), EE.UU.) durante 16 horas a 37ºC. Los 
péptidos se extrajeron, se secaron en un Speed-Vac, se reconstituyeron en 
0,1% de ácido trifluoroacético y se desalaron utilizando nu-tipC18 (Glygen, 
Columbia, (MA), EE.UU.) 
Los fragmentos peptídicos se separaron mediante cromatografía de 
fase inversa en un sistema de nanoLC (Tempo, Eksigent, Dublín, (CA), 
EE.UU.) mediante carga en una columna de base de sílice C18 (New 
Objective, Woburn, MA, USA) con un diámetro interno de 300 A. Los péptidos 
se eluyeron a un caudal de 0,35 µl min
-1
 durante 30 min en un gradiente lineal 
del 2 al 40% (fase móvil A: 0,1% de ácido trifluoroacético y acetonitrilo al 2%; 
fase móvil B: 0,1% de ácido trifluoroacético 96% de acetonitrilo). Se mezcló 
con una matriz de α-ciano (4 mg ml
-1
 a un caudal de 1,2 µl min
-1
) y se depositó 
sobre una placa MALDI usando un sistema automático de spotter (Sun Collect, 
Sunchrome, Friedrichsdorf, Alemania). Los cromatogramas correspondientes a 
cada sección del gel fueron compuestos por 10 spots, comprendiendo cada 
uno una deposición a 15 s. Las MS obtenidas fueron analizadas como se 
explica en el apartado XI.II. 




XII. Técnicas bioinformáticas 
 
La presencia de péptidos señal fue predicha usando el programa 
TargetP (http://www.cbs.dtu.dk/services/TargetP/). La predicción del pI se hizo 
usando la herramienta Compute pI/MW del ExPASy 
(http://web.expasy.org/compute_pi). La búsqueda de secuencias de proteínas 
homólogas se realizó mediante BLAST (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/) y los 
alineamientos de proteínas se realizaron usando el programa ClustalW2 
(http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalw2/), programa que se encuentra en el 
portal del Instituto Europeo de Bioinformática (EBI). ClustalW2 es un programa 
de alineamientos de secuencias múltiples para ADN o proteínas. Este 
programa construye el alineamiento de secuencias múltiples biológicamente 
significativas a partir de secuencias divergentes. Calcula, mediante algoritmos, 
el mejor resultado para las secuencias seleccionadas y las alinea de manera 
que las similitudes y diferencias entre las secuencias son fácilmente 
apreciables (Thompsom et al., 1994). 
 
 
 XII.I. Búsqueda de secuencias homólogas 
 
La búsqueda de secuencias homólogas se realizó mediante la técnica 
algorítmica BLAST (Basic Local Alignment Search Tool). El BLAST constituye 
una herramienta muy útil para la búsqueda de alineamientos locales básicos y 
proporciona información sobre la estructura y la función de la nueva proteína 
encontrada. Las condiciones en las que se realizó el blast fueron las 
especificadas por defecto en la página del EBI, excepto en aquellos casos en 
los que era necesario ampliar la búsqueda, para los cuales se disminuyó el 
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I. Estudio de las peroxidasas relacionadas con la 









I.I. Localización histoquímica de peroxidasas y ligninas 
 
Ligrone et al. (2008) y Espiñeira et al. (2011) han descrito mediante 
inmunohistoquímica y tioacidolisis, respectivamente, la presencia de ligninas 
en M. polymorpha, tanto monómeros p-hidroxifenilo como guayacilo y siringilo, 
en una proporción H:G:S de 14:80:6. Graham et al. (2004) realizaron estudios 
con fluorescencia, mediante los cuales pudieron determinar que en M. 
polymorpha aparecían compuestos fenólicos en la pared celular. Estos 
compuestos se situaban principalmente en la epidermis inferior y en los 
rizoides (Fig. 21A), otorgando a la planta dureza y protección, tal como hacen 
las ligninas. Para determinar la presencia de ligninas y su distribución espacial 
en M. polymorpha, se hicieron cortes histológicos de esta planta, y para 
comprobar si la fluorescencia determinada por Graham et al. (2004) venía 
dada por las ligninas, se realizaron dos métodos distintos de tinción, el test de 



















Figura 21. Localización histoquímica de ligninas en M. polymorpha mediante 
autofluorescencia (Imagen tomada de Graham et al. (2004)) (A), el test de Wiesner (B) 
y el test de Mäule (C). Tinción con TMB para localizar la actividad peroxidasa (verde) 
(D). Flecha blanca; autofluorescencia verde que muestra la presencia de ligninas con 
excitación a 400 nm. Flecha negra; coloración roja indicando la presencia de ligninas. 
Barra 100 μm. 




El test de Wiesner, una tinción específica para los grupos 
cinamaldehído presentes en las ligninas (Pomar et al., 2002), permite 
comprobar una acumulación de ligninas en los rizoides (Fig. 21B). Sin 
embargo con el test de Mäule, una reacción específica para grupos siringilo, 
aparece la totalidad del tejido teñido de manera difusa (Fig. 21C), por lo que 
los resultados con esta tinción, no parecen ser concluyentes. 
Con objeto de determinar la distribución espacial de peroxidasas se 
hizo una tinción con TMB (Fig. 21D), que mostró la localización de dichas 
proteínas mayoritariamente en la epidermis superior, así como en los rizoides, 
el parénquima de almacenamiento y el clorénquima. A la vista de estos 
resultados parece existir una colocalización de peroxidasas y ligninas en los 
rizoides. Dicho fenómeno de colocalización ha sido ampliamente descrito, 
otorgándole un papel a las isoenzimas de peroxidasa en la formación de 
lignina (Gómez Ros et al., 2007a; Sato et al., 2009). 
 
 
I.II. Estudio de las peroxidasas de M. polymorpha 
 
Las peroxidasas básicas han sido descritas como responsables de la 
oxidación del alcohol sinapílico en varios trabajos (Ros Barceló y Pomar, 2001; 
Marjamaa et al., 2006), especialmente la peroxidasa básica de Zinnia elegans 
(Gabaldón et al., 2005). M. polymorpha contiene peroxidasas de tipo siringilo, 
las cuales tienen capacidad para oxidar los grupos S (Espiñeira et al., 2011). 
Este tipo de peroxidasas están estrechamente ligadas a los procesos de 
lignificación, ya que los grupos siringilo sólo están presentes en las ligninas 
(Ros Barceló et al., 2007). Para comprobar si M. polymorpha contiene 
peroxidasas homólogas a la de Z. elegans se estudió el patrón de isoenzimas 
de peroxidasa de un extracto total de proteína de los tallos de M. polymorpha, 
por medio de un análisis isoelectroforético (Fig. 22). 
 
 



















Figura 22. Isoelectroenfoque en condiciones de equilibrio de la peroxidasa de Z. 
elegans (ZePrx) y el extracto crudo de M. polymorpha (MpCr) después de teñir con 
4MN y H2O2. 
 
 
Los resultados muestran la presencia de peroxidasas ácidas, 
moderadamente básicas y fuertemente básicas (Fig. 22). Entre estas últimas 
hay varias isoenzimas que concuerdan con el pI de la peroxidasa responsable 
de la lignificación en Z. elegans (Gabaldón et al., 2005), por lo que podrían 
estar relacionadas con la lignificación en M. polymorpha.  
Espiñeira et al. (2011) observaron que un extracto de proteína total de 
los talos de M. polymorpha contenía peroxidasas capaces de oxidar el sinapil 
aldehído, precursor de las ligninas S. Para confirmar la presencia de 
peroxidasas capaces de oxidar a los precursores de las ligninas se realizaron 
medidas de la actividad enzimática con dos sustratos naturales, los alcoholes 
coniferílico y sinapílico (precursores de las ligninas de tipo G y S 
respectivamente) y con dos sustratos artificiales de las peroxidasas, el 4MN y 









Tabla 3. Medida de la actividad peroxidasa del extracto crudo de M. polymorpha. Los 
resultados son la media de tres experimentos independientes con la desviación 
estándar. 
 
 Actividad peroxidasa (µkat ml
-1
) 
4-metoxi-α-naftol 2,72 ± 0,09 
3,3´,5,5´-tetrametilbencidina 2,97 ± 0,09 
Alcohol coniferílico 0,58 ± 0,03 
Alcohol sinapílico 0,09 ± 0,00 
 
 
Las medidas de actividad indican que las peroxidasas de M. 
polymorpha oxidan a todos los sustratos probados, tanto naturales como 
artificiales. Con anterioridad se ha establecido que tanto las isoenzimas 
básicas como las ácidas son capaces de oxidar al alcohol coniferílico, aunque 
no es tan evidente en el caso del alcohol sinapílico (Ros Barceló et al., 2004). 
Estos resultados muestran que la TMB y el 4MN poseen una actividad 
peroxidasa similar, pero el extracto también presenta actividad frente a los 
alcoholes coniferílico y sinapílico (Tabla 3). Estos alcoholes dan lugar 
respectivamente a las unidades guayacilo y siringilo, por lo que son dos 
sustratos determinantes a la hora de comprobar si las peroxidasas de M. 
polymorpha participan en la lignificación.  
El hecho de que M. polymorpha presente al mismo tiempo capacidad 
para oxidar a los sustratos citados e isoenzimas homólogas a la de Z. elegans 
podría indicar la presencia de peroxidasas implicadas en la lignificación. Por 
este motivo, y tras los resultados obtenidos anteriormente, se planteó purificar 










I.III. Purificación parcial de peroxidasas básicas de M. 
polymorpha 
 
Para la purificación de las peroxidasas se realizó un protocolo de tres 
pasos que comprendía una precipitación inicial con sulfato amónico, una 
cromatografía hidrofóbica en Fenil-Sefarosa y una cromatografía catiónica en 
SP Sefarosa.  
El primer paso fue una precipitación con sulfato amónico para 
determinar, de acuerdo con los patrones de proteína y peroxidasa, qué 
fracciones contenían nuestras proteínas de interés. Se obtuvieron tres 
fracciones con diferentes concentraciones de sulfato amónico: 0-50, 50-65 y 
65-95% (Fig. 23A, B). 
 
 
Figura 23. Precipitación fraccionada de M. polymorpha. Patrones de isoenzimas de 
peroxidasa obtenidos por IEF (A) y de proteínas mediante SDS-PAGE (B) de las 
fracciones obtenidas con porcentajes diferentes de sulfato amónico 0-50, 50-65 y 65-
95%. Cr: Extracto crudo. Mk: Marcador de peso molecular. 
 
 
La fracción del 0 al 50% mostraba una menor cantidad de peroxidasas 
básicas y una mayor cantidad de proteínas que las otras fracciones obtenidas 
(Fig. 23). La fracción del 50 al 65% tenía un patrón similar al de la fracción del 
65 al 95% tanto de peroxidasas (Fig. 23A) como de proteínas (Fig. 23B), pero 
con una mayor cantidad de peroxidasas y menos proteínas. Debido a que 




ambas fracciones contenían un patrón electroforético similar y con el fin de 
simplificar el proceso de purificación se optó por trabajar con la fracción del 65 
al 95%, la cual contenía una cantidad de proteínas suficiente para el proceso 
de purificación y a su vez un patrón de peroxidasas sencillo.  
La fracción del 65-95% se cromatografió sobre una columna de Fenil-
Sefarosa
TM
 6 Fast Flow basada en las diferencias de hidrofobicidad de las 
proteínas bajo ciertas condiciones del medio que las rodea. Esta es la matriz 
más empleada para fijar las proteínas por hidrofobicidad, y se ha utilizado con 
éxito en la purificación de la peroxidasa de tomate (Jen et al., 1980), de soja 
(Flurkey et al., 1978), de Z. elegans (Gabaldón et al., 2005) y de G. biloba 
(Novo-Uzal et al., 2009a). Por lo tanto ha sido, y sigue siendo, uno de los 
pasos más utilizados para la purificación de las peroxidasas. Chavez y Flurkey, 
(1984), trabajando con columnas de geles empaquetados, modificados con 
diferentes grupos funcionales (alquilo o fenilo), observaron que las peroxidasas 
de rábano y tomate, bajo condiciones de interacción hidrofóbica, se ligan en 
mayor extensión a los geles modificados con grupos fenilo. En base a esto, 
sugirieron que la interacción de la peroxidasa con estos geles, además de ser 
hidrofóbica, también presenta una adsorción bioespecífica que debe estar 
basada en la similitud estructural que tienen los grupos fenilo con la mayoría 
de los sustratos naturales de la enzima (fenoles). 





Figura 24. Purificación de la peroxidasa MpPrx de M. polymorpha. Cromatografía 
hidrofóbica sobre Fenil-Sefarosa
TM
 6 Fast Flow del extracto crudo de M. polymorpha 
procedente de la precipitación con sulfato amónico del 65-95 % (A). Cromatografía de 
intercambio iónico sobre SP Sefarosa
TM 
Fast Flow de la fracción obtenida de la 
cromatografía hidrofóbica de M. polymorpha (B) La actividad peroxidasa se 




Tras la realización de esta cromatografía, los resultados mostraron la 
aparición de un único pico de actividad peroxidasa (Fig. 24A), que 
seguidamente se sometió a una cromatografía de intercambio iónico sobre SP 
Sefarosa
TM 
Fast Flow (Fig. 24B). Debido a que en en la fracción obtenida de la 




primera cromatografía hay una gran cantidad de isoenzimas tanto neutras 
como ácidas se optó por emplear un tampón de pH neutro con un gradiente 
creciente de KCl para eluir las peroxidasas de la columna. 
En el cromatograma de la cromatografía catiónica se distingue la 
presencia de dos picos de actividad peroxidasa, F1.1 y F1.2 (Fig. 24B). La 
matriz retiene las enzimas básicas, por lo que el primer pico, F1.1 se 
corresponde con una fracción compuesta de peroxidasas ácidas y neutras, las 
cuales no son retenidas por la misma, mientras que el pico F1.2 se 
corresponde con una fracción de peroxidasas básicas que eluyen a una 
















Figura 25. Isoelectroenfoque de la fracción obtenida tras la cromatografía hidrofóbica 
del extracto crudo de M. polymorpha (F1) y la cromatografía catiónica (F1.1 y F1.2) 
después de teñir con 4MN y H2O2 (A). Análisis mediante SDS-PAGE de las mismas 
fracciones, después de teñir con nitrato de plata (B). Mk: Marcador de peso molecular. 
 
 
Mediante IEF (Fig. 25A) se reveló que la fracción obtenida tras la 
cromatografía hidrofóbica contenía tanto isoenzimas de peroxidasas neutras 
como ácidas y básicas. La fracción F1.1 contenía una gran cantidad de 
isoenzimas tanto ácidas como básicas, sin embargo, en la F1.2 aparecía una 
fracción de peroxidasas de carácter fuertemente básico. El patrón proteico de 
las cromatografías hidrofóbica y catiónica se determinó mediante SDS-PAGE 




(Fig. 25B) mostrando la complejidad en el patrón proteico de ambas, aunque 
en la fracción correspondiente a la F1.2, que se corresponde con el patrón de 
peroxidasas más sencillo, las proteínas tienen un peso molecular de entre 30 y 
40 KDa, coincidiendo con el peso molecular de las peroxidasas de secreción 
de clase III (Hiraga et al., 2001). 
La tabla de purificación de la fracción semipurificada de peroxidasas 
básicas (F1.2) (Tabla 4) indica un aumento notable en la actividad específica 
de esta fracción a lo largo del proceso de purificación.  
 
 
Tabla 4. Purificación de la fracción MpPrx de M. polymorpha. La actividad peroxidasa 












Extracto crudo 619622 3050 1 100 
Precipitación 65-
95% (NH4)2SO4 
641722 10794 4 104 
Cromatografía Fenil-
Sefarosa 
135934 8501 3 22 
Cromatografía SP 
Sefarosa 
20145 287780 94 3 
 
 
Debido a la baja cantidad de proteínas (71 μg totales) en la muestra 
final, no fue posible continuar el proceso de purificación por lo que hemos 
considerado la fracción F1.2, ahora denominada MpPrx como una fracción de 
peroxidasas básicas semipurificada. 
 
 
I.IV. Especificidad de sustrato 
 
La fracción de peroxidasas semipurificada MpPrx se utilizó para medir 
su actividad enzimática con ácido ascórbico, NADH, ácido indolacético (AIA), 
ácido ferúlico y los alcoholes coniferílico y sinapílico. Los sustratos 




seleccionados para la realización de las medidas permiten valorar las posibles 
funciones de esta fracción semipurificada.  
El ácido ascórbico se encuentra en abundancia en los tejidos 
vegetales, y actúa como reductor de muchos radicales libres minimizando el 
daño causado por el estrés oxidativo. Además, es un sustrato empleado 
principalmente por las peroxidasas de clase I, siendo un mal sustrato para las 
de clase III (De Gara, 2004). El NADH proporciona energía al proceso de la 
expansión celular desviando una gran proporción de electrones de los 
citocromos en la cadena respiratoria, de modo que este sustrato está 
relacionado con el relajamiento de la pared celular en procesos como el 
crecimiento (Liszkay et al., 2004). El AIA es la principal auxina endógena de 
las plantas y puede ser catalizado por peroxidasas in vivo, por lo que se 
relaciona con el crecimiento celular (Gazaryan et al., 1996). Otro sustrato 
relacionado con la pared celular es el ácido ferúlico, que puede estar unido por 
enlaces éter a los componentes hemicelulósicos y puede proveer puntos de 
crecimiento al polímero de lignina (Jacquet et al., 1995), además también 
puede ser incorporado en la suberina de la pared celular (Hiraga et al., 2001).  
 
 
Tabla 5. Actividad específica de la fracción de peroxidasas catiónicas de M. 
polymorpha en presencia de diferentes sustratos. Los resultados son la media de tres 


















Ácido ascórbico n.d 
NADH n.d 
AIA 0,03 ± 0,00 
Ácido ferúlico 13,62 ± 0,02 
Alcohol coniferílico 15,95 ± 0,01 
Alcohol sinapílico 6,40 ± 0,01 




Los resultados de la tabla 5 muestran que la fracción MpPrx es capaz 
de oxidar todos los sustratos a excepción del ácido ascórbico y el NADH, lo 
que parece indicar que las peroxidasas de esta fracción pertenecen a las 
peroxidasas vegetales de secreción de clase III.  
La fracción MpPrx muestra una alta actividad enzimática con el ácido 
ferúlico (13,62 ± 0,02 nkat µg
-1
 proteína), lo que parece indicar que esta 
fracción está relacionada con el desarrollo de la pared celular. A su vez, 
presenta una mayor actividad enzimática frente al alcohol coniferílico (15,95 ± 
0,01 nkat µg
-1
 proteína), hecho que está relacionado con la biosíntesis de 
monómeros guayacilo de las ligninas. En cuanto a la actividad frente al alcohol 
sinapílico (6,40 ± 0,01 nkat µg
-1
 proteína) parece indicar la capacidad de esta 
fracción enzimática para producir monómeros siringilo.  
La presencia de ligninas determinada por la tinción de Wiesner y su 
colocalización con la actividad peroxidasa en los rizoides, junto con los datos 
de actividad específica de la fracción semipurificada MpPrx nos llevan a 
concluir que la mezcla proteica MpPrx está constituida por peroxidasas de 
secreción de clase III. Además el patrón isoelectroforético de esta fracción de 
peroxidasas muestra que son de carácter muy básico, muy similar al pI de la 
peroxidasa purificada responsable de la lignificación en Z. elegans (Gabaldón 
et al., 2005).  
Esto, junto con los datos de especificidad de los diversos sustratos 
probados apoya el hecho de que esta fracción está implicada en la lignificación 












































II.I. Estudio de las peroxidasas de P. patens 
 
P. patens, que pertenece a la subclase Bryidae dentro del grupo de los 
musgos verdaderos, muestra un sistema conductor de agua interno que 
contiene hidroides y células vivas con paredes engrosadas (estereidas) que no 
lignifican (Ligrone et al., 2000; Espiñeira et al., 2011), aunque sí posee grupos 
polifenólicos similares a ligninas (Espiñeira et al., 2011).  
Existen numerosos trabajos con diferentes briófitos que discuten la 
posible presencia de ligninas en las paredes celulares. Siegel (1969) comprobó 
mediante análisis histoquímicos la tinción positiva de las paredes celulares de 
los hidroides de musgos de los géneros Dawsonia y Dendroligotrichum, tanto 
con el test de Mäule como con el test de Wiesner. Este último test también fue 
empleado para detectar ligninas en Sphagnum zelandicum y otros briófitos, 
obteniendo un resultado negativo (Kremer et al., 2004; Ligrone et al., 2008). 
Sin embargo, Ligrone et al. (2008) determinaron mediante inmunohistoquímica 
con marcadores policlonales la presencia de ligninas en diversos briófitos y 
que la señal de marcaje de los anticuerpos era más fuerte para los polímeros 
GS que para los G, especialmente en S. cuspidatum y Dendroligotrichum 
dendroides, cuya señal dada por la detección inmunohistoquímica fue similar a 
la de las plantas vasculares.  
P. patens posee peroxidasas con capacidad de oxidar los alcoholes 
coniferílico y sinapílico, sustratos implicados en la formación de unidades G y 
S respectivamente, a pesar de no contener ligninas (Espiñeira et al., 2011). 
Además contiene los genes que codifican para las enzimas de la ruta 
biosintética de las ligninas, a excepción de la F5H que cataliza la formación de 
ligninas S (Xu et al., 2009).  
Todo esto hace interesante el estudio de las peroxidasas de esta 
especie y su caracterización, para ver cómo actúan y si hay alguna con 
analogía a la peroxidasa básica implicada en la lignificación de Z. elegans 
(Gabaldón et al., 2005).  
 
 




















Figura 26. Isoelectroenfoque en condiciones de equilibrio de la peroxidasa de Z. 





Se comprobó el patrón enzimático del extracto crudo de P. patens y se 
comparó con la peroxidasa implicada en la lignificación de Z. elegans. El 
extracto crudo mostró la presencia de peroxidasas ácidas, moderadamente 
básicas y fuertemente básicas, algunas análogas a la peroxidasa básica de Z. 
elegans (Fig. 26). Así mismo se realizaron medidas de actividad peroxidasa 
con diferentes sustratos para comprobar la capacidad de oxidación de éstos 
por el extracto crudo. Los sustratos escogidos fueron el 4MN, la TMB y los 
alcoholes coniferílico y sinapílico (Tabla 6).  
 
 
Tabla 6. Medida de la actividad peroxidasa del extracto crudo de P. patens. Los 
resultados son la media de tres experimentos independientes con la desviación 
estándar. 
 
 Actividad peroxidasa (µkat ml
-1
) 
4-metoxi-α-naftol 0,085 ± 0,003 
3,3´,5,5´-tetrametilbencidina 1,246 ± 0,076 
Alcohol coniferílico 0,013 ± 0,001 
Alcohol sinapílico 0,009 ± 0,001 
 




Las peroxidasas del extracto crudo de P. patens mostraron una mayor 
sensibilidad por la TMB, aunque el hecho de que el extracto crudo sea capaz 
de oxidar a los alcoholes coniferílico y sinapílico podría estar relacionado con 
que alguna de sus enzimas estuviera implicada en el desarrollo de la pared 
celular. Debido a esta capacidad del extracto crudo y las características 
previamente mencionadas, se hace necesario un estudio en profundidad de las 
peroxidasas de P. patens que puedan estar implicadas en el desarrollo de la 




II.II. Purificación de peroxidasas básicas de P. patens 
 
Para la purificación de las peroxidasas básicas de P. patens se realizó 
un protocolo de tres pasos incluyendo: precipitación con sulfato amónico, 
cromatografía hidrofóbica en Fenil-Sefarosa y cromatografía catiónica en SP 
Sefarosa. 
El primer paso fue una precipitación con sulfato amónico para 
determinar, de acuerdo con los patrones de proteína y peroxidasa, qué 
fracciones contenían las proteínas de interés. Se realizaron fracciones con 
diferentes concentraciones de sulfato amónico: 0-25, 25-40, 40-50, 50-65, 65-




Figura 27. Precipitación fraccionada de P. patens. Patrones de isoenzimas de 
peroxidasa obtenidos por IEF (A) y de proteínas mediante SDS-PAGE (B) de las 
fracciones obtenidas con porcentajes diferentes de sulfato amónico 0-25, 25-40, 40-50, 
50-65 y 65-80 y 80-95%. Cr: Extracto crudo. Mk: Marcador de peso molecular. 




Como se observa en la figura 27, la precipitación fraccionada no 
permitió una separación eficiente de las proteínas y las peroxidasas, por lo que 
se decidió precipitar todo el material con (NH4)2SO4 al 95%. A continuación 
esta fracción se cromatografió en una columna de Fenil-Sefarosa
TM











































Figura 28. Cromatografía hidrofóbica sobre Fenil-Sefarosa
TM
 6 Fast Flow del extracto 
crudo de P. patens procedente de la precipitación con sulfato amónico al 95 % (A) y 
tras el intercambio iónico sobre SP Sefarosa
TM
 Fast Flow (B). La actividad peroxidasa 








Tras la realización de esta cromatografía, los resultados muestran la 
aparición de dos picos de actividad peroxidasa (F1 y F2) (Fig. 28A). Cada uno 
de los picos obtenidos de la cromatografía hidrofóbica se concentró y dializó 
simultáneamente frente a un tampón Tris-HCl 50 mM pH 7,5. Mediante IEF 
(Fig. 29A) se reveló que la fracción F1 contenía peroxidasas ácidas, mientras 
que la fracción F2 contenía tanto isoenzimas de peroxidasas neutras como 
ácidas y básicas. Esta fracción también presentó un patrón complejo de 
proteínas (Fig. 29B). La fracción F2 procedente de la cromatografía hidrofóbica 
se sometió a una cromatografía de intercambio iónico sobre SP Sefarosa
TM
 
Fast Flow (Fig. 28B). Debido a la complejidad isoenzimática de esta fracción 
se optó por emplear un tampón con un gradiente creciente de pH. 
En el cromatograma de la fracción F2 se distingue la presencia de dos 
picos de actividad peroxidasa, F2.1 y F2.2 (Fig. 28B). La matriz retiene las 
proteínas básicas, por lo que el primer pico (F2.1) se corresponde con una 
fracción compuesta de peroxidasas ácidas y neutras, las cuales no son 
retenidas por la misma, mientras que el pico F2.2 se corresponde con una 
fracción básica que eluyó a un pH de 10,9 (Fig. 28B). 
 
 
Figura 29. Isoelectroenfoque de las fracciones extraídas tras la cromatografía 
hidrofóbica y tras el intercambio iónico sobre SP Sefarosa
TM
 Fast Flow del extracto F2 
de P. patens después de teñir con 4MN y H2O2 (A). Análisis mediante SDS-PAGE de 




El análisis electroforético de las fracciones obtenidas tras la 
cromatografía de intercambio iónico mostró que la fracción F2.1 contenía una 




gran cantidad de isoenzimas tanto ácidas como básicas. Sin embargo, en la 
F2.2 aparecía una única peroxidasa de carácter fuertemente básico, 
denominándose a partir de ahora como PpPrx. El patrón proteico se determinó 
mediante SDS-PAGE (Fig. 29B), comprobando que PpPrx contenía 




Tabla 7. Purificación de la peroxidasa PpPrx. La actividad peroxidasa ha sido medida 












Extracto crudo 217441 442,46 1 100 
Precipitación 95% 
(NH4)2SO4 
698 27,81 0,06 0,32 
Cromatografía Fenil-
Sefarosa 
483 266,45 0,60 0,22 
Cromatografía SP 
Sefarosa 
218 23643,98 53,44 0,10 
 
 
La tabla de purificación de PpPrx indica un aumento notable en la 
actividad específica a lo largo del proceso de purificación, consiguiéndose con 
este protocolo un factor de purificación elevado (Tabla 7).  
 
 
II.III. Identificación de las proteínas de PpPrx por MALDI-
TOF MS/MS 
 
Debido a que en el SDS-PAGE de PpPrx (Fig. 29B) aparecían dos 
bandas de proteínas con diferente peso molecular (30 y 45 kDa), ambas 
bandas se digirieron con tripsina y se analizaron mediante espectrometría de 























Las masas obtenidas se compararon con la base de datos Mascot, 
revelando que la proteína con un peso molecular de 36510 Da, se corresponde 
con una peroxidasa de clase III de P. patens implicada en la respuesta frente 
al estrés oxidativo (número de acceso: A9TSH6). Además, esta peroxidasa 
presenta una región de secreción semejante a la de la peroxidasa de rábano 
picante y tiene homología con una peroxidasa implicada en la formación de 
lignina en Picea abies (Q4W2V4). Koutaniemi et al. (2005) caracterizaron esta 
enzima, demostrando su capacidad para oxidar el alcohol coniferílico, un 
sustrato precursor de las unidades guayacilo. Además, mediante cinética 
enzimática se ha determinado que esta peroxidasa de P. abies homóloga a la 
de P. patens presenta una KM de 23,2 µM para el alcohol coniferílico y una 




 (Koutaniemi et al., 2005). Estos datos 
apoyan el hecho de que esta enzima posee una alta afinidad por el sustrato y 
es eficiente en la oxidación del mismo. Un análisis de la secuencia de la 
peroxidasa de P. abies muestra la presencia de los determinantes típicos de 
las peroxidasas siringilo, por lo que podría estar también implicada en la 
síntesis de este tipo de ligninas (Koutaniemi et al., 2005).  
La otra proteína que aparece en el SDS-PAGE, se corresponde con 
una lipasa con un peso molecular de 46144 Da. Por este motivo PpPrx se 
considera como una peroxidasa vegetal de clase III purificada. 
Para determinar el punto isoeléctrico teórico de PpPrx se utilizó la 
herramienta Compute pI/Mw. El análisis de la secuencia de la peroxidasa 
muestra un pI de 8,04. No obstante el pI teórico no tiene en cuenta el grupo 
hemo ni los dos iones calcio, por lo que hay que sumarle dos puntos más. Así, 
tras realizar las correcciones debidas (Welinder et al., 2002), el punto 
isoeléctrico de esta enzima sería de 10,04. Las peroxidasas básicas se han 
relacionado en muchas ocasiones con la lignificación en otras especies (Holm 
et al., 2003; Gabaldón et al., 2005; Koutaniemi et al., 2005), por lo que resulta 
interesante el hecho de haber purificado esta peroxidasa de carácter básico y 








II.IV. Dependencia del pH 
 
El pH es crítico para la estabilidad del grupo hemo presente en las 
peroxidasas, ya que con valores de pH demasiado bajos o demasiado altos se 
puede ver alterado el sitio activo de la enzima e impedir la unión del grupo 
hemo (Adams, 1997). Para comprobar la dependencia de pH de PpPrx se 
realizaron medidas de actividad peroxidasa variando el pH del tampón de 4,0 a 





















Figura 32. Medida de actividad peroxidasa de PpPrx frente a diversos valores de pH 
del tampón. Los resultados obtenidos son una media de tres experimentos 
independientes con la desviación estándar. 
 
 
Esta enzima muestra un máximo de actividad a pH 5,0, disminuyendo 
ligeramente hasta 6,0. Finalmente, por encima de pH 6,0 la actividad 
enzimática desciende de forma notoria. Estos resultados coinciden con los de 
otras peroxidasas purificadas, en las que se determinó que el pH óptimo de las 
mismas se encontraba en la región de 4,5 a 6,5 (de Marco et al., 1999; Mika y 









II.V. Especificidad de sustrato 
 
La actividad enzimática de la peroxidasa purificada de P. patens 
(PpPrx) se midió con ácido ascórbico, NADH, ácido indolacético (AIA), ácido 
ferúlico y los alcoholes coniferílico y sinapílico. Los sustratos seleccionados 
permiten valorar la posible función de esta enzima dependiendo de la actividad 
enzimática que presenta con cada uno de ellos. 
 
 
Tabla 8. Actividades específicas (nkat μg
-1 
proteína) de PpPrx de P. patens en 
presencia de diferentes sustratos. Los resultados son la media de tres experimentos 















Los resultados de la tabla 8 muestran que la peroxidasa purificada es 
capaz de oxidar todos los sustratos a excepción del NADH y el ácido 
ascórbico, lo que indica que es una peroxidasa de secreción de clase III (de 
Marco et al., 1999). Esta enzima es poco eficiente para oxidar el AIA y el ácido 
sinapílico, presentando su máxima actividad frente al alcohol coniferílico (1,46 
± 0,13 nkat µg
-1
 proteína) y al ácido ferúlico (0,53 ± 0,07 nkat µg
-1
 proteína), lo 
que parece indicar que esta enzima podría estar relacionada con el desarrollo 
de la pared celular. 
Todo esto señala a PpPrx como una peroxidasa con capacidad para 
oxidar a los alcoholes precursores de la síntesis de unidades guayacilo y 
siringilo de las ligninas. 
Sustrato 




Ácido ascórbico n.d 
NADH n.d 
AIA 0,01 ± 0,00 
Ácido ferúlico 0,53 ± 0,07 
Alcohol coniferílico 1,46 ± 0,13 
Alcohol sinapílico 0,08 ± 0,01 




II.VI. Caracterización cinética 
 
Los sustratos empleados para determinar las constantes cinéticas 
fueron los alcoholes coniferílico y sinapílico. Como ya se ha mencionado 
previamente, P. patens no presenta ligninas sin embargo se ha demostrado 
que tiene la capacidad de oxidar a los sustratos precursores de las unidades G 
y S (Tabla 8), además de presentar gran homología con una peroxidasa de P. 
abies implicada en la lignificación de esta especie. Debido a esto, se hace 
necesario estudiar cómo se comporta esta enzima frente a diferentes 
concentraciones de cada uno de estos sustratos. 
A partir de las determinaciones de velocidad inicial (V0) llevadas a 
cabo utilizando cinco concentraciones de cada sustrato se estimaron la KM y la 
Vmax, valores que nos permitieron evaluar la eficiencia cinética de la enzima 
purificada (Tabla 9). 
 
Tabla 9. Valores de KM, Kcat y Kcat/KM de la peroxidasa purificada PpPrx de P. patens 
para los alcoholes coniferílico y sinapílico. 
  
 
Los valores de la KM aparente de esta enzima fueron similares para 
ambos alcoholes, 16,7 µM para el coniferílico y el 20,8 µM para el sinapílico. 
Estos valores son similares a los encontrados en otras especies que sí 
lignifican (Koutaniemi et al., 2005) e indican que esta peroxidasa presenta una 
gran afinidad por ambos sustratos. La eficacia catalítica calculada a partir de la 





), siendo 17 veces mayor su eficiencia que para el 





Si bien la oxidación del alcohol coniferílico puede conducir a la 
formación de otras macromoléculas diferentes de las ligninas, el alcohol 
sinapílico únicamente se incorpora en el polímero de lignina (Lewis y Davin, 







Alcohol coniferílico 16,7 3940,0 235,80 
Alcohol sinapílico 20,8 281,0 13,50 
 




2000). La capacidad que presenta esta peroxidasa purificada de oxidar el 
alcohol sinapílico con una afinidad similar a la del alcohol coniferílico en una 
planta que no presenta ligninas en la pared celular, indica que la aparición de 
enzimas implicadas en la ruta de biosíntesis de las ligninas precedió a la 
aparición de las mismas. Estos resultados vienen apoyados por la presencia 
en el genoma de P. patens de genes que codifican para todas las enzimas 
participantes en la ruta biosintética de las ligninas, a excepción de la F5H (Xu 
et al., 2009). Ya que el estudio de Xu et al. (2009) se basa en la búsqueda de 
genes homólogos a los de A. thaliana, no se puede descartar que P. patens 
tenga genes que pudieses codificar para alguna enzima capaz de dar lugar al 
alcohol sinapílico. Teniendo en cuenta que tanto la F5H descrita en 
angiospermas como la SmF5H de Selaginella son citocromos P450 y que 
éstos catalizan numerosas reacciones en el metabolismo primario y secundario 
(C4H y C3'H en el metabolismo fenilpropanoide), no sería descabellado pensar 
que alguna de estas enzimas fuese capaz de sintetizar alcohol sinapílico en 
determinadas circunstancias. La presencia de compuestos fenólicos similares 
a ligninas en una planta no vascular, junto con la presencia de verdaderas 
ligninas en algas y otras plantas no vasculares, así como la alta afinidad que la 
peroxidasa purificada de P. patens muestra hacia el alcohol sinapílico 
demuestra la elevada complejidad de la evolución de las rutas biosintéticas 
que condujeron a la aparición de plantas vasculares. 
 
 
II.VII. Efecto del estrés en suspensiones líquidas de P. 
patens 
 
P. patens presenta una gran capacidad de protección frente a diversos 
factores de estrés, tanto bióticos como abióticos (Kroemer et al., 2004; Frank 
et al., 2005; Cui et al., 2012). Con el fin de comprobar cómo afectan distintos 
tratamientos a las plantas de P. patens, se trataron cultivos líquidos de esta 
especie con diversos compuestos. Estos tratamientos se agruparon en tres 
clases diferentes, los que activan la cascada de señalización del ABA (ácido 
abscísico, cloruro sódico y manitol), el que activa la respuesta de defensa 
frente al ataque de patógenos (ácido salicílico) y el que activa el estrés por 
especies reactivas de oxígeno (peróxido de hidrógeno).  




Para comprobar el efecto de los tratamientos sobre las plantas de P. 
patens se analizaron los siguientes parámetros: la actividad peroxidasa, el 
patrón proteico y la biosíntesis de fenoles. Además se determinó el pH del 
medio de cultivo.  
 
 
II.VII.I. Tratamientos que activan la señalización del ABA 
 
Los tratamientos con ABA, cloruro sódico y manitol tienen respuestas 
relacionadas, ya que el ABA es una señal producida en el estrés por sequía 
originado por el cloruro sódico y el manitol (Kim et al., 2001).  
El ABA es una fitohormona vegetal que media en el 
desencadenamiento de respuestas de las plantas a condiciones ambientales 
adversas. Una acumulación de ABA ocasiona el cierre de los estomas, lo que 
limita la pérdida de agua a través de la transpiración de las hojas 
disminuyendo así los requerimientos hídricos de la planta (Kim et al., 2001; 
Frank et al., 2005). Koorneef et al. (1998) estudiaron mutantes de A. thaliana, 
que eran deficientes en ABA, los cuales mostraban síntomas de marchitez 
frente a condiciones de estrés, por lo que el ABA representa un paso clave en 
la señalización, que viene dado por el elemento sensible al ABA (ABRE; 
elementos de respuesta al ABA) (Kaur y Gupta, 2005). Por otra parte, no todas 
las respuestas al estrés parecen estar mediadas por el ABA; en A. thaliana 
diversos genes son inducidos por el frío y la sequía en los mutantes deficientes 
de ABA o insensibles a él (Kizis et al., 2001). De manera similar a A. thaliana, 
ambas vías dependiente e independiente de ABA están presentes en P. 
patens (Fig. 33) (Minami et al., 2005; Knight et al., 1995).  
Dentro de los elementos que median la respuesta a ABA se han 
descrito elementos tipo MYB y MYC asociados al gen rd2 y el DREB1 
(proteína de respuesta a la deshidratación) (Iwasaki et al., 1995; Abe et al., 
1997). Igualmente se han caracterizado factores de transcripción 
independientes de ABA como DREB2A asociado al gen rd29a. Varios de estos 
factores de transcripción se han sobreexpresado en plantas transgénicas y han 
permitido mejorar la respuestas de las plantas al estrés hídrico (Yamaguchi-
Shinozaki y Shinozaki, 2006). 






Figura 33. Ruta de señalización del ABA frente a un estrés abiótico. El ABA produce 
una ruta de señalización donde los segundos mensajeros provocan la activación de 
genes de defensa.  
 
 
La mayoría de las especies vegetales no pueden soportar altas 
concentraciones de sales, las cuales causan desequilibrio de iones y estrés 
osmótico. El estrés salino conduce a una reducción en la fotosíntesis, la 
aparición de fotoinhibición, el estrés oxidativo y la interrupción de los canales 
de potasio. Este tipo de estrés, que imita al estrés por deshidratación también 
activa la ruta de señalización por ABA, elevando su concentración. Este 
incremento de los niveles de ABA provoca el cierre estomático y se inhibe la 
fijación del CO2, incrementando la formación de las especies reactivas de 
oxígeno (El-baky et al., 2003) (Fig. 34).  
 





Figura 34. Mecanismo de acción del estrés inducido por cloruro sódico, estrés osmótico 
que provoca la acumulación de especies reactivas de oxígeno y el estrés iónico. Ambos 
estreses confluyen en la activación de la ruta dependiente de ABA. 
 
 
Otro tipo de estrés osmótico es el estrés por exceso de azúcares, en 
este caso el manitol, cuya aplicación exógena produce respuestas debidas a la 
deshidratación y la activación de la ruta dependiente de ABA.  
 
 
II.VII.I.I. Análisis de la variación de pH 
 
Para comprobar los cambios de pH que se producen en el medio de 
cultivo con este tipo de tratamientos se recogieron muestras de los mismos en 
distintos tiempos (Fig. 35). 
 
 



















Figura 35. Valores de pH del medio de cultivo de P. patens tras los tratamientos que 
activan la ruta de señalización del ABA. C: control (●), ABA: ácido abscísico (○), NaCl 
(□) y manitol (♦).  
 
 
La adición exógena de ABA no produce una variación del pH con 
respecto al control, mientras que el tratamiento con NaCl provoca una 
disminución del pH que es máxima a las 4 horas tras el tratamiento. A 
diferencia del ABA y el NaCl, el manitol muestra un patrón de alcalinización y 
acidificación del medio, elevando su pH hasta las 24 horas para luego volver a 
valores de pH inicial y alcalinizarse otra vez a las 96 horas. 
La disminución del pH se ha visto que forma parte de una respuesta 
rápida frente al estrés y puede estar inducido por la activación de diferentes 
bombas de transporte (Benito y Rodríguez-Navarro, 2003; Fan et al., 2004). De 
hecho, una de las consecuencias de la acumulación de ABA es la apertura de 
canales de Ca
+2 
y la despolarización temporal de la membrana, lo que 
promueve la apertura de canales de Cl
-
 que a su vez inhibe los canales de K
+
 
de entrada y las bombas de protones-ATPasas; de modo que el flujo neto de 
cargas negativas produce una despolarización de la membrana e incremento 
del pH citosólico, lo que se traduce en una acidificación del medio de cultivo 
(Fan et al., 2004). Los resultados obtenidos en el tratamiento con manitol 
parecen indicar una mayor dificultad de la planta para regular el efecto de este 
tratamiento (Yamaguchi-Shinosaki y Shinosaki, 2006). 
 
 




II.VII.I.II. Efecto sobre la actividad peroxidasa 
 
Uno de los mecanismos de aclimatación que presentan las plantas y 
que les permite adaptarse a ambientes adversos es la producción de proteínas 
funcionales y reguladoras (Yamaguchi-Shinosaki y Shinosaki, 2006). Entre los 
grupos de proteínas que se sobreexpresan durante el estrés por sequía se 
encuentran las enzimas antioxidantes, como las peroxidasas, que detoxifican 
radicales libres, como el H2O2, que se genera debido a un aumento en la tasa 
de fotorreducción en los cloroplastos, lo que hace que la planta pueda 
sobrevivir en condiciones desfavorables con menos requerimientos (Apel y 
Hirt, 2004).  
Las muestras de P. patens recogidas a diferentes tiempos de cada uno 




Figura 36. Variación de la actividad peroxidasa de los diversos tiempos escogidos para 
los tratamientos con ácido abscísico (A), cloruro sódico (B) y manitol (C) relativizados 
frente a su control. Los resultados son la media de tres experimentos independientes, 
las barras de error representan la desviación estándar. 
 
 
La adición de ABA a concentración 10 µM en nuestros ensayos sólo 
produce un aumento de la actividad peroxidasa en relación al control 4 horas 
después del tratamiento, mientras que a todos los demás tiempos se observa 
una disminución. Sin embargo, la misma concentración de ABA en el arroz 
causa un aumento de la actividad peroxidasa al mismo tiempo que disminuye 
el crecimiento de las raíces de 1 a 24 horas (Lin y Kao, 2001a; Tsai y Kao, 




2004). Esta diferencia en la respuesta al ABA podría deberse a que la 
concentración de ABA es insuficiente para causar la respuesta esperada. 
Por otra parte la adición de NaCl a una concentración 250 mM 
produce la inducción de la actividad peroxidasa a partir de 1 hora tras el 
tratamiento, presentando su pico máximo a las 24 horas. Este hecho 
concuerda con los resultados obtenidos en tratamientos a concentraciones de 
50 a 300 mM en especies como el arroz y Centaurea ragusina, en los que se 
incrementa la actividad peroxidasa al mismo tiempo que se inhibe el 
crecimiento de la raíz, tanto a tiempos que abarcan de 1 a 12 horas como de 
días (Lin y Kao, 2001b; Radic et al., 2006).  
En los tratamientos de las suspensiones de P. patens con 
concentraciones de manitol de 250 mM se produce una disminución de la 
actividad peroxidasa, aunque se ve un incremento de la misma en los cultivos 
a las 96 horas. El manitol es un compuesto que causa un daño oxidativo, sobre 
todo en las membranas lipídicas, induciendo la oxidación de fenoles y la 
actividad peroxidasa (Radic et al., 2006). Se ha visto que el contenido de 
malonaldehido, un indicador del daño oxidativo, se incrementa en los callos de 
algodón tratados con concentraciones de 50 y 110 mM de manitol tras 14 dias, 
disminuyendo en concentraciones de 170 y 230 mM. Asimismo, la actividad 
superóxido dismutasa (SOD) decrece tras el tratamiento con concentraciones 
de manitol de 50 y 230 mM (Daud et al., 2013). Así, al igual que en los callos 
de algodón, en las plantas de P. patens podría estar produciéndose una 
disminución de la SOD, que está relacionada con la inducción tardía de la 
actividad peroxidasa, ya que una disminución de SOD que cataliza la reacción 
de reducción de los radicales libres a O2 y H2O2, provoca una disminución en 
los niveles de peróxido, el cual es un sustrato limitante para las peroxidasas.  
 
 
II.VII.I.III. Efecto sobre el patrón proteico 
 
A la vista de que los tratamientos responsables de la activación de las 
rutas de ABA causaron cambios en la actividad peroxidasa, principalmente en 
el caso del tratamiento con cloruro sódico, y para averiguar si además se 
producían cambios en el patrón proteico o en el patrón de peroxidasas, se 




analizaron las diferentes muestras mediante SDS-PAGE (Fig. 37) e 
isoelectroenfoque (Fig. 38) a 4 y 24 horas tras el tratamiento.  
 
Figura 37. Análisis mediante SDS-PAGE de la fracción proteica de plantas de P. 
patens recogidas tras los tratamientos a 4 (A) y 24 (B) horas, después de teñir con 




Figura 38. Isoelectroenfoque de la fracción proteica de plantas de P. patens recogidas 
tras los tratamientos a 4 (A) y 24 (B) horas, después de teñir con 4MN y H2O2. C: 




Los resultados del SDS-PAGE no muestran ningún cambio significativo 
en el patrón proteico a las 4 y a las 24 horas después de los tratamientos (Fig. 
37A, B), mientras que los resultados obtenidos mediante IEF muestran 
variaciones tanto en el patrón de isoenzimas de peroxidasas como en la 
intensidad de las mismas.  




A las 4 horas tras el tratamiento (Fig. 38A) no parece haber cambios 
en las peroxidasas de P. patens, a excepción de la inducción de peroxidasas 
básicas en el tratamiento con NaCl. Estos datos coinciden con las medidas de 
actividad peroxidasa, en las que se veía que solo el tratamiento con cloruro 
sódico producía un aumento de la misma. Por lo tanto, este incremento de la 
actividad peroxidasa podría atribuirse a la inducción de las peroxidasas 
básicas de P. patens. 
A las 24 horas (Fig. 38B) podemos observar una ligera inhibición de 
las peroxidasas básicas en el tratamiento con el ABA, lo cual concuerda con 
las medidas de actividad peroxidasa (Fig. 36). Por su parte en el tratamiento 
con manitol esta inhibición de las peroxidasas básicas es más acusada, 
además de verse acompañadas por una disminución de las isoenzimas ácidas. 
Esto coincide con que tanto a 4 como a 24 horas se produce una inhibición de 
la actividad, la cual se ve inducida a las 96 horas. Por último, el tratamiento 
con cloruro sódico causa una inducción de las peroxidasas básicas, sobre todo 
de la más básica que, a juzgar por su pI, se corresponde con la peroxidasa 
previamente purificada (PpPrx), lo que parece indicar que esta peroxidasa está 
implicada en la respuesta frente a este tipo de estrés hídrico. Estos datos 
coinciden con los de actividad peroxidasa, en los que la mayor inducción tiene 
lugar a las 24 horas. 
 
 
II.VII.I.IV. Efecto sobre la biosíntesis de fenoles 
 
Todas las plantas producen una gran diversidad de metabolitos 
secundarios, uno de cuyos grupos más importantes es el de los compuestos 
fenólicos. La cantidad de compuestos fenólicos presentes en un tejido vegetal 
puede variar en función de diferentes factores ambientales y condiciones de 
estrés. La acumulación de compuestos fenólicos tales como los compuestos 
semejantes a las ligninas parece estar relacionada con la defensa de las 
plantas frente al estrés (Fig. 39) (Díaz et al., 2001; Grace y Logan, 2000; 
Michalak, 2006).  





















Figura 39. Mecanismos de la biosíntesis de los compuestos fenólicos y su relación con 
la defensa. Modificado de Reyes et al. 2007.  
 
 
Tal y como se ha dicho previamente, P. patens contiene compuestos 
de naturaleza fenólica semejantes a las ligninas, que parecen estar implicados 
en la protección de la planta. Para comprobar el efecto de los tratamientos en 
la biosíntesis de fenoles se realizaron medidas de los compuestos fenólicos a 













Figura 40. Efecto de los diversos tratamientos en las plantas de P. patens en la 
acumulación de compuestos fenólicos a 96 horas tras el tratamiento. C: control, ABA: 
ácido abscísico, PF: peso fresco. Los resultados son la media de tres experimentos 
independientes, las barras de error representan la desviación estándar. Letras 
diferentes indican diferencias significativas (Duncan α=0,05). 




En todos los tratamientos probados que inducen la respuesta al ABA 
se observa un incremento significativo de los compuestos fenólicos, llegando a 
ser entre 2 y 3 veces superior con respecto al control en los tratamientos con 
ABA y NaCl, e incrementando hasta casi 4 veces en el tratamiento con manitol 
(Fig. 40). 
Se ha descrito que en diferentes especies el estrés por deshidratación 
provoca la acumulación de fenoles a nivel de la epidermis para disminuir la 
salida de agua (Zapprometov, 1989; Kefeli y Kalevitch, 2003; Bhattacharya et 
al., 2010). De hecho, el tratamiento con ABA estimula la acumulación de 
compuestos fenólicos, así como la actividad de la PAL en la fresa (Jiang y 
Joyce, 2003; Quiroga et al., 2012). Este efecto de los compuestos fenólicos 
frente a la deshidratación se ha comprobado mediante el tratamiento con 
manitol en los rizoides de Polypodium vulgare (Bagniewska-Zadworna et al., 
2008). Otro efecto secundario de estos tratamientos es la producción de ROS, 
por lo que las plantas han desarrollado mecanismos antioxidantes para 
protegerse de ellos, siendo uno de estos mecanismos la producción de los 
fenoles (Zheng y Wang, 2001; Proteggente et al., 2002), observándose una 
correlación entre la actividad antioxidante y la cantidad de compuestos 
fenólicos (Verzelloni et al., 2007).  
Así el incremento de compuestos fenólicos obtenido en todos los 




II.VII.II. Tratamiento que activa la respuesta de defensa 
frente al ataque de patógenos 
 
El ácido salicílico (SA) es un compuesto fenólico que participa en 
muchas funciones metabólicas de las plantas, tales como el cierre de estomas, 
la expresión de genes relacionados con la senescencia, la respuesta a estrés 
abiótico o la señalización celular (Durner et al., 1997; Vlot et al., 2009; Loake y 
Grant, 2007). Se ha visto que la adición exógena de SA induce la resistencia 
sistémica adquirida (Audenaert et al., 2002; Rivas y Plasencia, 2011). Además 




este compuesto participa en la eliminación de manera eficiente de los 















Figura 41. Modelo descriptivo de la función del ácido salicílico en el crecimiento y el 
desarrollo de las plantas. El SA es percibido por NPR1, el transductor clave de 
señalización del SA en respuestas de defensa de las plantas. Además, el SA es un 
regulador clave del estado redox de la planta mediante la inhibición de la actividad 





Se ha propuesto un modo de acción para el SA basándose en el 
hallazgo de que éste se une e inhibe a las enzimas catalasa y peroxidasa (Fig. 
41) (Chen et al., 1993; Loake y Grant, 2007). El H2O2 podría tener una 
actividad antibiótica contra patógenos, y alguno de sus intermediarios podría 
formar parte de la ruta de señalización para la expresión de genes de defensa 
(Durner et al., 1997; Loake y Grant, 2007). Esta hipótesis fue cuestionada por 
experimentos en donde se demostró que la inducción de proteínas 
relacionadas con la defensa, tales como las PR1 no se originaba como 
resultado de la producción del H2O2 derivado de la inhibición de la catalasa por 
SA, sino del SA directamente y que el H2O2 en altos niveles puede inducir la 
producción de SA (Bi et al., 1995; Leon et al., 1995; Neuenschwander et al., 
1995; Summermatter et al., 1995; Loake y Grant, 2007).  
 




II.VII.II.I. Análisis de la variación de pH  
 
 Tal como se hizo con los tratamientos anteriores se midió el pH del 
medio para observar las variaciones que producía el tratamiento con ácido 


















Figura 42. Valores de pH del medio de cultivo de P. patens tras el tratamiento con 




El tratamiento con SA provoca una disminución inmediata del pH del 
medio, que se regula a partir de las 4 horas y se mantiene paralelo al control, 
que puede ser debido a que la adición de un ácido al medio de cultivo provoca 
una rápida disminución del pH del medio. Este efecto ha sido relacionado con 
la activación de rutas de señalización para la expresión de genes de defensa 
debido al incremento de H2O2 y otras ROS, así como al aumento de calcio 
citosólico (Durner et al., 1997; Kawano y Muto, 2000; Loake y Grant, 2007). 
 
 
II.VII.II.II. Efecto sobre la actividad peroxidasa 
 
Las muestras recogidas se emplearon para determinar el efecto del SA 
sobre la actividad peroxidasa (Fig. 43). 
 
 





















Figura 43. Variación de la actividad peroxidasa de los diversos tiempos escogidos para 
el tratamiento con ácido salicílico (SA) relativizados frente a su control. Los resultados 




El tratamiento con SA se ha realizado con una concentración 1 mM, 
observándose un aumento de la actividad peroxidasa media hora después del 
tratamiento, para luego bajar y volver a aumentar a partir de 8 horas, 
presentando dos picos máximos, a 24 y 96 horas.  
Tratamientos en hojas de Vigna unguiculata, han determinado que a 
las 9 días tras el tratamiento la actividad peroxidasa se mantiene estable a 
concentraciones de SA 1 mM, y aumenta en concentraciones de 5 y 10 mM 
(Fernandes et al., 2006). El SA puede interferir tanto positiva como 
negativamente en las vías metabólicas mediadas por las peroxidasas. La 
inhibición de las peroxidasas por el SA es probablemente debido al hecho de 
que éste puede actuar como un inhibidor de la cinética de la enzima, ya que, 
por una parte, el SA es un sustrato del componente II (Kawano et al., 2002a) y, 
por otro lado, el SA favorece la inactivación irreversible de la enzima (Kawano 
et al., 2002b), bloqueando todas las reacciones mediadas por peroxidasas que 
consumen H2O2.  
En nuestros tratamientos a diferencia de los de Fernandes et al. 
(2006), parece producirse una inducción de la vía metabólica de las 
peroxidasas, motivo por el cual podría estar incrementándose su actividad. 
 




II.VII.II.III. Efecto sobre el patrón proteico 
 
Para comprobar el efecto del tratamiento del ácido salicílico sobre la 
composición proteica y las peroxidasas se hizo un análisis mediante SDS-


















Figura 44. Análisis mediante SDS-PAGE del patrón proteico de las plantas de P. 
patens recogidas tras el tratamiento a 4 (A) y 24 (B) horas, después de teñir con nitrato 















Figura 45. Isoelectroenfoque de la fracción proteica de las plantas de P. patens 
recogidas tras los tratamientos a 4 (A) y 24 (B) horas, después de teñir con 4MN y H2O2  
C: control, SA: ácido salicílico. 
 
 




Los resultados del SDS-PAGE muestran una disminución significativa 
de las proteínas tanto a 4 como a 24 horas (Fig. 44A, B), lo que podría deberse 
a que las plantas estén entrando en una fase senescente por la adición del 
ácido salicílico al medio y las proteínas estén comenzando a sufrir una 
degradación. Además, mientras que a las 4 horas no parece haber un cambio 
en el patrón isoelectroforético (Fig. 45A), el IEF muestra variaciones tanto en la 
cantidad de isoenzimas de peroxidasas como en la intensidad de las mismas a 
las 24 horas tras el tratamiento, observándose una inhibición no solo de las 
peroxidasas básicas, sino también de dos de las peroxidasas ácidas (Fig. 
45B).  
Estas plantas han entrado en fase senescente en la que se produce un 
aumento de la actividad peroxidasa (Fig. 43), al igual que ocurre en hojas de 
Ramonda serbica (Veljovic-Jovanovic et al., 2006). Además, la degradación de 
las proteínas se ha visto que puede ser debido a la alta intensidad catabólica 
de las reacciones oxidativas y la activación de proteasas específicas (Thomson 
et al., 1987).  
 
 
II.VII.II.IV. Efecto sobre la biosíntesis de fenoles 
 
El efecto del ácido salicílico en la biosíntesis de compuestos fenólicos 

















Figura 46. Efecto de los diversos tratamientos en las plantas de P. patens en la 
acumulación de compuestos fenólicos a 96 horas tras la elicitación. C: control, SA: 
ácido salicílico, PF: peso fresco. Los resultados son la media de tres experimentos 
independientes, las barras de error representan la desviación estándar. Letras 
diferentes indican diferencias significativas (Duncan α=0,05). 




A pesar de que un efecto secundario de este tipo de estrés suele ser la 
producción de compuestos oxidativos, no parece haber un incremento 
significativo de los compuestos fenólicos presentes en las plantas a las 96 
horas tras este tratamiento.  
Ponce de León et al. (2012) exponen que el endurecimiento de las 
paredes producidas por la biosíntesis de compuestos fenólicos tiene lugar 
cuando la planta detecta las señales causadas por un patógeno e induce la 
biosíntesis de ácido salicílico. En plantas de Phoenix dactylifera tratadas con 
concentraciones de SA de 50 µM, 200 µM y 1 mM se estudió la relación entre 
el SA y los compuestos fenólicos. El tratamiento con la concentración más baja 
indujo la formación de compuestos fenólicos, mientras que los otros 
tratamientos inhibieron la formación de estos compuestos (Dihazi et al., 2003), 
mostrando un patrón distinto de actuación entre las concentraciones bajas de 
SA y las altas.  
En nuestro caso no hay diferencias significativas entre las plantas 
control y las tratadas con SA a pesar de haber empleado una concentración 1 
mM tal como la usada en plantas de Phoenix dactylifera. Esto puede ser 
debido a que las plantas han entrado en su etapa senescente antes de que se 
produjera un cambio en la cantidad de compuestos fenólicos.  
 
 
II.VII.III. Tratamiento que activa la ruta de estrés por ROS 
 
El peróxido de hidrógeno es considerado una molécula señal y un 
regulador de la expresión de algunos genes en las células. Cuando se 
acumula en las plantas, activa factores de transcripción que regulan diferentes 
procesos fisiológicos, inhibe el crecimiento y desarrollo vegetal, y estimula los 
mecanismos de defensa a estreses bióticos y abióticos (Fig. 47) (Yu et al., 












Por las características de este compuesto altamente reactivo, de vida 
media corta y potente óxido-reductor, existen pocos trabajos donde se 
experimente su aplicación exógena en plantas, aunque algunos de ellos han 
revelado que elicitaciones de H2O2 inhibieron el crecimiento de la planta y 
aumentaron el contenido de almidón y lignina sin presentar síntomas tóxicos 
(Foyer et al., 1997; López-Delgado et al., 1998a, b, 2005; Vannini et al., 2012). 
Para comprobar el efecto de la adición exógena de H2O2 en las 
suspensiones se hizo un control con ácido ascórbico, que elimina el H2O2 por 
medio de la ascorbato peroxidasa (De Gara et al., 2010). 
 
 
II.VII.III.I. Análisis de la variación de pH 
 
El análisis del pH se realizó tanto con el tratamiento con H2O2 como 


























Figura 48. Valores de pH del medio de cultivo de P. patens tras los tratamientos que 
activan la ruta de estrés oxidativo. C: control (●), H2O2 (▲), Asc: H2O2 y ascórbico (■). 
 
 
El tratamiento con H2O2 provoca una disminución del pH del medio, 
aunque esta disminución es rápida y se estabiliza a partir de las 4 horas. La 
adición de H2O2 y ácido ascórbico al medio provoca una rápida acidificación 
causada en un primer momento por la introducción de un compuesto 
acidificante al medio. Esta rápida disminución del pH va seguida de una 
acidificación gradual y constante del pH del medio.  
Aunque el ácido ascórbico es el antioxidante mayoritario de las plantas 
(De Gara, 2004; Gallie, 2013), y ejerce su función detoxificando los ROS y 
manteniendo constante el pH de las plantas, también activa antiportadores y 
canales de protones que a su vez acidifican el medio de cultivo, lo cual podría 
explicar la disminución gradual en el tratamiento con ácido ascórbico (Green y 
Fry, 2005a, b). Se ha visto que la rápida diminución del pH tras la inducción de 
H2O2 puede ser debida a la producción de ROS, que provocan la acidificación 









II.VII.III.II. Efecto sobre la actividad peroxidasa 
 
Las plantas de P. patens recogidas en cada uno de los tratamientos y 
tiempos se utilizaron para determinar el efecto sobre la actividad peroxidasa 





Figura 49. Variación de la actividad peroxidasa específica de los diversos tiempos 
escogidos para los tratamientos con H2O2 y H2O2 Asc (H2O2 y ácido ascórbico) 
relativizados frente a su control. Los resultados son la media de tres experimentos 




El tratamiento con H2O2 muestra una inducción rápida a 1 hora y otra 
tardía a las 24 horas, tras la cual la actividad peroxidasa disminuye hasta llegar 
a ser menor que el control, para finalmente volver a presentar un pico de 
actividad a las 96 horas. Sin embargo el tratamiento con H2O2 y ácido 
ascórbico muestra una disminución de la actividad peroxidasa en las plantas 
de P. patens.  
Los resultados de actividad peroxidasa obtenidos en los tratamientos 
de P. patens con H2O2 coinciden con trabajos previos en los que se ha 
observado el incremento tanto a tiempos cortos como a las 24 horas ya sea de 
la actividad peroxidasa como del H2O2, sustrato limitante de estas enzimas (De 
Pinto et al., 2006; Ozden et al., 2009). Sin embargo el incremento de la 
actividad peroxidasa por la adición de H2O2 exógeno tiende a estabilizarse a 
partir de los 3 días (Goud y Kachole, 2011). 




La actividad peroxidasa constituye la primera línea de defensa frente a 
las ROS y la senescencia (Veljovic-Jovanovic et al., 2006). Como se ha 
relatado previamente, las peroxidasas juegan un papel importante en la 
regulación de las ROS en la célula a través de la activación y desactivación de 
H2O2 (Blokhina et al., 2003). Se ha visto que a concentraciones de hasta 10 
mM de H2O2 aumenta la actividad peroxidasa (Lin y Kao, 2001), generándose 
radicales libres (Kawano y Muto, 2000), lo que parece coincidir con nuestros 
datos, en los que vemos un incremento de la actividad peroxidasa de modo 
general. Li et al. (2010) sugieren que el tratamiento con H2O2 previene el 
incremento de H2O2 endógeno, motivo por el cual podría no haber un gran 
incremento de la actividad peroxidasa tras el tratamiento. La adición exógena 
de una concentración 10 mM de H2O2 incrementa la actividad peroxidasa en 
las hojas de Vitis vinifera 6 horas tras la inducción, aumentando también la 
actividad SOD (Ozden et al., 2009). 
Para comprobar que el efecto en la actividad peroxidasa está causado 
por la adición de H2O2 se hizo un control con H2O2 y ácido ascórbico. El ácido 
ascórbico es un antioxidante que previene el daño celular producido por el 
estrés oxidativo neutralizando las ROS (De Gara, 2004). El resultado del 
tratamiento con ascórbico muestra la inhibición de la actividad peroxidasa, por 
lo que se podría pensar que el efecto de inducción de la actividad peroxidasa 
es debido al tratamiento con H2O2. 
 
 
II.VII.III.III. Efecto sobre el patrón proteico 
 
Al igual que con los otros tratamientos se observó el patrón proteico y 
de peroxidasas a 4 y 24 horas mediante SDS-PAGE (Fig. 50) e 

































Figura 50. Análisis mediante SDS-PAGE de la fracción proteica de las plantas de P. 
patens recogidas tras los tratamientos a 4 (A) y 24 (B) horas, después de teñir con 



















Figura 51. Isoelectroenfoque de la fracción proteica de las plantas de P. patens 
recogidas tras los tratamientos a 4 (A) y 24 (B) horas, después de teñir con 4MN y H2O2  
C: control, H2O2 Asc: H2O2 y ascórbico. 
 
 
Los resultados del SDS-PAGE no muestran un cambio aparente en el 
patrón proteico tanto a las 4 como a las 24 horas con respecto al control (Fig. 
50A, B). Por otra parte, los resultados obtenidos mediante IEF muestran 
variaciones tanto en el patrón como en la intensidad de las isoenzimas de 
peroxidasas a las 24 horas, pudiéndose observar en el tratamiento con 
peróxido de hidrógeno la inducción de la peroxidasa purificada previamente 
(PpPrx) de punto isoeléctrico 10,04. Por otra parte, en el tratamiento con 




peróxido de hidrógeno y ácido ascórbico a las 24 horas hay una represión de 
las peroxidasas básicas y algunas de las peroxidasas ácidas, lo que concuerda 
con la disminución observada previamente de la actividad peroxidasa, esto 
parece indicar que el ácido ascórbico añadido está eliminando no solo el H2O2 
exógeno, sino también el endógeno, inhibiendo al mismo tiempo a las 
peroxidasas (Fig. 51A, B). Los resultados obtenidos parecen indicar que la 
peroxidasa PpPrx previamente purificada tiene un papel importante en la 
respuesta frente al estrés oxidativo. 
 
 
II.VII.III.IV. Efecto sobre la biosíntesis de fenoles 
 
Las medidas de fenoles se realizaron a las 96 horas al igual que en los 





















Figura 52. Efecto de los diversos tratamientos en las plantas de P. patens  en la 
acumulación de compuestos fenólicos a 96 horas tras la elicitación. C: control, H2O2 
Asc: H2O2 y ascórbico, PF: peso fresco. Los resultados son la media de tres 
experimentos independientes, las barras de error representan la desviación estándar. 




Los resultados muestran que en el tratamiento con H2O2 hay una gran 
inducción de los compuestos fenólicos, hecho que no se da en el tratamiento 
con H2O2 y ácido ascórbico (Fig. 52).  




Al añadir H2O2 se produce el estallido oxidativo y un incremento de las 
rutas fenólicas. Los fenoles actúan como potentes inhibidores del estrés 
oxidativo, cooperando con las peroxidasas en la eliminación del peróxido de 
hidrógeno (Arencibia et al., 2012; Falleh et al., 2012), motivo por el cual se 
puede observar la inducción en las plantas de P. patens tanto de los 
compuestos fenólicos con el tratamiento con H2O2 (Fig. 52) como de la 
actividad peroxidasa (Fig. 49).  
En el tratamiento con H2O2 y ácido ascórbico no se produce un 
incremento de los compuestos fenólicos. Este hecho puede ser debido bien a 
que el ácido ascórbico ya actúa como un potente antioxidante o porque el 
exceso de ácido ascórbico inhibe la formación de ROS. 
 
 
II.VIII. Caracterización del secretoma radicular 
 
II.VIII.I. Extracción proteica  
 
P. patens es un organismo modelo en el que se han realizado diversos 
estudios proteómicos tanto en condiciones normales como bajo diversas 
condiciones de estrés (Sarnighausen et al., 2004; Polyakov et al., 2010; Cui et 
al., 2012). Sin embargo, es notable la ausencia de estudios sobre el proteoma 
en diversos puntos del desarrollo de esta planta.  
Las raíces excretan proteínas que sirven a las plantas para 
comunicarse (Bais et al., 2004; Badri et al., 2012), y por lo tanto las proteínas 
varían según el momento del desarrollo. Así un estudio de estas proteínas 
podría acercarnos más al entendimiento de cómo se comunican y desarrollan 
estas plantas. Con el fin de identificar las proteínas excretadas por los rizoides 
de P. patens se realizaron cultivos líquidos de esta especie y se estudió el 
proteoma en dos etapas del desarrollo: la de crecimiento activo y la de 
senescencia, a 7 y 28 días desde el inicio del cultivo, respectivamente.  
Para la obtención de muestras proteicas de alta calidad se suelen usar 
diversos métodos, como cloroformo-acetona, Mg/Nodidet P-40, ácido 
tricloroacético (TCA), fenol, Tris-base-acetona, TCA-acetona y TCA-fenol-




cloroformo (Maldonado et al., 2008; Xiao-liang et al., 2010). En todos estos 
estudios los mejores resultados se obtuvieron mediante la precipitación con 
TCA-acetona, tanto en la calidad de las proteínas obtenidas como en la 
identificación de las mismas. Por otra parte, la precipitación con sulfato 
amónico no desnaturaliza las proteínas y por lo tanto, la muestra puede ser 
utilizada para análisis adicionales. Por este motivo, decidimos comparar la 
eficacia del método de precipitación con TCA-acetona frente al de sulfato 
amónico en las proteínas secretadas por los rizoides de P. patens al medio de 
cultivo. 
Ambos métodos de precipitación mostraron patrones de proteínas 
similares (Fig. 53), aunque con la precipitación con TCA-acetona se ha 
conseguido obtener una mayor cantidad de proteínas a juzgar por la 














Figura 53. Análisis mediante SDS-PAGE de las proteínas secretadas por los rizoides 
de P. patens  y precipitadas  con sulfato amónico (A, C) y TCA-acetona (B, D), después 
de teñir con nitrato de plata. Mk: Marcador de peso molecular. 
 
 
Tabla 10. Cuantificación proteica (μg totales) de las muestras obtenidas tras la 
precipitación de las proteínas del extracto radicular de P. patens de cultivos líquidos de 
7 y 28 días con dos métodos diferentes, la precipitación con sulfato amónico y la 
precipitación con TCA-acetona. 
 
 (NH4)2SO4 TCA-acetona 
7 días 3 17 
28 días 4 24 
 




Debido a que el método con TCA-acetona es más eficaz en la 
precipitación proteica y a que permite una mejor detección tanto de las 
proteínas de bajo peso molecular como las de alto peso molecular, ya que 
para extraerlas no se emplean sales que pueden interferir en la identificación 




II.VIII.II. Identificación de las proteínas 
 
Las proteínas secretadas por los rizoides se precipitaron con TCA-
acetona y se analizaron mediante espectrometría de masas nanoLC-MALDI 
TOF/TOF. De entre todos los péptidos obtenidos, tan sólo se valoraron 
aquellos que obtuvieron un porcentaje de confianza superior al 95%. Se 
lograron identificar un total de 47 proteínas en los cultivos de 7 días y 67 
proteínas en los cultivos de 28 días, 21 de las cuales son compartidas en 











Figura 54. Diagrama de Venn en el que se muestra la cantidad de proteínas secretadas 
por los rizoides de P. patens en los cultivos de 7 y 28 días, así como la cantidad de 
proteínas semejantes en ambas fases del desarrollo.  
 
Las proteínas identificadas se agruparon de acuerdo con su función en 
6 categorías en las que se incluyen estrés/defensa, modificación de la pared 
celular, senescencia, energía, regulación y transducción de señal (Tablas 11-
16).  
 




II.VIII.II.I. Estrés / Defensa 
 
El estudio del secretoma radicular de P. patens ha permitido identificar 
diversas proteínas que están implicadas en el mecanismo de estrés y defensa 
de las plantas (Tabla 11). 
En la defensa de las plantas participan un gran número de proteínas, 
algunas que se expresan de manera constitutiva y otras que son expresadas 
bajo condiciones adversas. Un ejemplo de expresión constitutiva es la Gnk2-1, 
una proteína antifúngica que se encuentra en las semillas del endospermo de 
Ginkgo biloba (Miyakawa et al., 2009) y tiene la capacidad de inhibir el 
crecimiento de hongos fitopatógenos. Otras proteínas implicadas en la 
inhibición del crecimiento de hongos y plantas son las toxinas asesinas 
(Brown, 2011). Ambas proteínas se localizan en la secreciones radiculares de 
los cultivos a 7 días y están implicadas en la inhibición del crecimiento de las 
raíces (Miyakawa et al., 2009; Brown, 2011), lo que promueve que la energía 
metabólica de la planta sea empleada para prevenir la infección por hongos, 
además de servir para inhibir el crecimiento de las raíces de otras plantas 
eliminando así la competencia. 
Las quitinasas aparecen en los cultivos tanto de 7 como de 28 días y 
participan en la defensa frente a patógenos, ya que en algunas quitinasas se 
ha demostrado que poseen actividad inhibitoria frente al crecimiento de hongos 
(Broekaert et al., 1986; Mauch et al., 1988). Del mismo modo, se ha 
demostrado que al ser sobreexpresadas en plantas transgénicas aumentan la 
resistencia de éstas frente a hongos patógenos (Jach et al., 1995; Grisson et 
al., 1996). Así, las quitinasas están actualmente clasificadas en las familias 
PR3, PR4, PR8 y PR11 de proteínas de defensa (Van Loon et al., 1999). 
También se ha descrito la expresión constitutiva de quitinasas en numerosos 
cultivos in vitro, debido al proceso de agitación inherente al propio cultivo 
(Sabater-Jara et al., 2010; Belchí-Navarro et al., 2013). Otras proteínas 
localizadas en el secretoma radicular de P. patens son las peroxidasas de 
clase III, que participan en actividades redox como la eliminación de H2O2, la 
oxidación de reductores tóxicos y la respuesta al estrés ambiental, como el 
ataque de patógenos y el estrés oxidativo (Welinder et al., 2002; Marjamaa et 
al., 2009). Una de las peroxidasas de clase III se ha identificado como una 




peroxidasa de G. biloba que participa en la biosíntesis de las ligninas (Novo-
Uzal et al., 2009a). La síntesis de ligninas se puede producir de manera 
constitutiva durante el desarrollo de la planta o bien ser inducida por factores 
bióticos o abióticos como un mecanismo de defensa (Marjamaa et al., 2009) 
Las cupinas y las proteínas semejantes a germinas aparecen en todas 
las fases del desarrollo existiendo en todos los órganos asociadas con la 
matriz extracelular (Schlesier et al., 2004). Las proteínas semejantes a 
germinas son glicoproteínas de la matriz extracelular normalmente ancladas a 
ésta mediante uniones iónicas débiles. La mayoría de ellas existen como 
oligómeros muy estables y llevan unido un ión metálico, normalmente 
manganeso. Las proteínas de la superfamilia de las cupinas presentan un 
amplio rango de actividades enzimáticas, aunque parece que la principal 
función de las semejantes a germinas es como la de la superóxido dismutasa, 
que protege a las plantas del estrés oxidativo (Khuri et al., 2001). Por lo tanto, 
al igual que las peroxidasas y lacasas parecen participar en el mecanismo 
redox de las plantas (Collins et al., 2010; Gucciardo et al., 2006). El hecho de 
que estas proteínas participen en la defensa frente al estrés oxidativo podría 
explicar porque éstas aparecen principalmente en los cultivos de 28 días 
(Gucciardo et al., 2006). 
La familia de los citocromos P450 está involucrada en el metabolismo 
oxidante de compuestos endógenos tales como fenilpropanoides y glucósidos 
cianogénicos, los cuales tienen una función en los procesos moleculares de 
interacción planta-patógeno y en la defensa a nivel bioquímico contra 
herbívoros, respectivamente (Durst, 1991). Adicionalmente, los citocromos 
P450 participan activamente en la biosíntesis de fitorreguladores de 
crecimiento como giberelinas, ácido abscísico y brasinoesteroides (Krochko et 
al., 1998; Fujioka y Yokota, 2003, Saito et al., 2004). Esto indica la importancia 
del citocromo P450 en el proceso evolutivo de la tolerancia de las plantas 
vasculares a factores bióticos y abióticos. Otras proteínas como la lipasa, las 
taumatinas y la HSP90 son proteínas que se expresan en respuesta a una 
infección por patógenos, pero también se han encontrado expresadas de 
manera constitutiva en suspensiones celulares de diferentes especies, lo que 
sugiere que su expresión está relacionada con el estrés inherente a la 
agitación (Novo-Uzal et al., 2009b; Briceño et al., 2012). 
  
Tabla 11. Proteínas identificadas mediante nanoLC-MALDI-TOF/TOF en el secretoma radicular de P. patens implicadas en  la respuesta frente al estrés 
y la defensa.  
PM (kDa) Nº de 
acceso 
Proteína  Especie Péptidos 7 días Péptidos 28 días   
14,49 C3VHZ7 Proteína antimicrobial Gnk2-1 Ginkgo biloba IFSICNNAIGAR 
VQLVDCFIQYEQR 
 
13,17 A9TFY6 Toxinas asesinas Kp4 P. patens GLAHFIPEHGCR 
GNEASILVSYINNIDPNR 
GNEASILVSYINNIDPNR 
33,83 A9TSW7 Quitinasa clase I P. patens SFPQFGTTGDTDTR  









41,75 A9SUH2 Lipasa P. patens AYGAALQQALEDLR AYGAALQQALEDLR 
LYPPYSTSFTFR 






















Tabla 11. Proteínas identificadas mediante nanoLC-MALDI-TOF/TOF en el secretoma radicular de P. patens implicadas en la respuesta frente al estrés y 
la defensa. Continuación. 
PM (kDa) Nº de 
acceso 
Proteína  Especie Péptidos 7 días Péptidos 28 días   





























32,49 P85317 Peroxidasa clase III Ginkgo biloba DSVVEIGQLADTVAPVR  
18,47 Q8L7M6 Haloperoxidasa Arabidopsis thaliana MDEVMTAADVGSLGGGNR  




21,78 Q5KSC2 Proteína semejante a germina P. patens  ELQAGDVFVFPR 






Tabla 11. Proteínas identificadas mediante nanoLC-MALDI-TOF/TOF en el secretoma radicular de P. patens implicadas en la respuesta frente al estrés y 
la defensa. Continuación. 
PM (kDa) Nº de 
acceso 
Proteína  Especie Péptidos 7 días Péptidos 28 días   
23,83 A9SJU3 Cupina P. patens  GDITVFPR 
TPAIAQLSLNSQAPGR 
VTSNDFTFR 
70,64 B9R7T9 Citocromo P450 Ricinus communis  RFIDSLKALR 
56,65 C5X2B0 Citocromo P450 Sorghum bicolor  LVQGALGPDALR 
22,24 A9RSU4 Taumatina P. patens NVDGPGLNPTDGTR NVDGPGLNPTDGTR 
26,03 A9SI63 Taumatina P. patens  QDAVTASASWGGR 
0,97 P85917 Chaperona (HSP90) Pseudotsuga menziesii  ELLSEINR 
59,17 B9RZ10 Glucosa metanol oxidoreductasa  Ricinus communis  VEGFRDASGAKLHMR 
13,91 A9TSM8 Proteína de transferencia lipídica  P. patens YSDAYVNNALHVPAR  
11,28 A9SY69 Proteína de transferencia lipídica  P. patens LNYIHNYNCK                     
QCPAVNSYISCR                                                          
SIGVNFELASKLPQECR 
 
40,92 E1C9U2 Proteína de transferencia lipídica  P. patens ALPSDCGITVDYAR  
 




II.VIII.II.II. Modificación de la pared celular 
 
La pared celular es una estructura dinámica, que no sólo es esencial 
para el mantenimiento de la forma y la rigidez, sino que también juega un 
papel muy importante en varias funciones fisiológicas tales como el 
crecimiento, la comunicación intercelular, la defensa contra el ataque de 
patógenos, la resistencia mecánica y la interacción con el medio ambiente 
(Cosgrove, 1997; Fry, 1995). En el secretoma radicular de P. patens podemos 
encontrar varias proteínas implicadas en estas funciones (Tabla 12). 
Las pectinesterasas están involucradas en la extensión de la pared 
celular y participan en importantes procesos fisiológicos, incluido el desarrollo 
de raíces, por lo que estas proteínas se encuentran en la pared celular (Wen et 
al., 1999). Otras proteínas implicadas en la extensión son las glicosil 
hidrolasas, que participan en la regulación de la expansión de la pared celular y 
la modificación durante el desarrollo, procesos que también son regulados por 
las proteínas integrales de membrana (Henrissat et al., 2001; Jamet et al., 
2006). Todas estas proteínas se encontraron en los cultivos a los 7 días, por lo 
que parecen involucradas en las primeras etapas del desarrollo de las plantas 
interviniendo en la extensión de la pared.  
Las glicosiltransferasas transfieren polisacáridos y glicanos en las 
glicoproteínas, por lo que la importancia de estas proteínas radica en que son 
fundamentales en la realización de funciones vitales de reserva energética, 
reconocimiento celular y señalización, y sobre todo en la función estructural 
(Coutinho et al., 2003).  
Las proteínas Sec23, las proteínas semejantes a lipocalinas y los 
transportadores mitocondriales están implicados en el transporte de moléculas 
pequeñas, la mayoría hacia la membrana plasmática para formarla y reforzarla 
(Lederkremer et al., 2001).  
Las lacasas son glicoproteínas pertenecientes a la familia de las 
oxidasas de cobre azul. Varias evidencias sugieren su implicación en la 
biosíntesis de ligninas, basándose en la capacidad de oxidar los precursores 
de la lignina y en su localización en las paredes celulares del xilema (Davin et 
al., 1992; Dean y Eriksson, 1994; McDougall y Morrison, 1996), sin embargo P. 




patens es una planta que no posee la capacidad de lignificar, por lo que su 
papel más obvio sería el de participar en el control del estado redox de la 
pared celular a través del control de los niveles de ácido ascórbico (Ros 
Barceló et al., 2006), ya que estas enzimas presentan una gran actividad 
ascorbato oxidasa. Así, las lacasas están implicadas en la modificación de la 
pared celular (Dean y Eriksson 1994; McDougall y Morrison 1996; Ranocha et 
al., 2002). De hecho, se ha comprobado que la inhibición de las lacasas 
provoca alteraciones en el metabolismo fenólico y la estructura de la pared 
celular en el álamo (Ranocha et al., 2002).  
Las proteínas semejantes a proteínas dirigentes al igual que las 
lacasas están relacionadas con la producción de compuestos fenólicos, como 
los semejantes a ligninas, los cuales participan en la regulación del estrés 
oxidativo (Ralph et al., 2006). 
Al crecer, las plantas de P. patens unen varios tallos para formar una 
estructura circular que ayuda a proteger a la planta de diversos factores 
ambientales; para este proceso las plantas requieren de proteínas que regulan 
las señales de adhesión tales como las proteínas semejantes a fasciclinas. La 
aparición de estas proteínas sólo se da en los cultivos de 7 días, cuando las 
plantas están empezando a formar sus estructuras características (Jun y 





Tabla 12. Proteínas identificadas mediante nanoLC-MALDI-TOF/TOF en el secretoma radicular de P. patens implicadas en la modificación de la pared 
celular.   
PM (kDa) Nº de 
acceso 
Proteína  Especie Péptidos 7 días Péptidos 28 días  
40,78 A9TIA5 Pectinesterasa P. patens TGFVFDQCTIR 
VLSAAQAKPFLDYGFIDAK 
 
32,08 A9U3Y7  Glicosil hidrolasa familia 16 P. patens QTLAQQFTPWTENAR QTLAQQFTPWTENAR 
37,71 A9RSU6 Glicosil hidrolasa familia 17 P. patens VADNLPSPPEVVSLLR VADNLPSPPEVVSLLR 
29,89 A9TSX2 Glicosil hidrolasa familia 18 P. patens FVSVAPGYDQLAR FVSVAPGYDQLAR 
51,95 A9SP30 Glicosiltransferasa familia 13 P. patens IALATPLNNVDENILKMVENVNR  
84,49 Q6ZDG9 Proteína Sec23  Oryza sativa 
subsp. Japonica 
IQGIIGPCTSLEKK  
63,31        A9SJV9 Lacasa  P. patens ATMFGAFIVHPR 
13,05    A9RR04 Proteínas semejantes a dirigentes P. patens   LTFYAHETR 
18,92                    A9TKL2 Proteínas semejantes a dirigentes  P. patens ITGFGVLSTIGGLPTGGVQVTSK ITGFGVLSTIGGLPTGGVQVTSK 







22,33 Q4A3U9 Proteína semejante a lipocalina P. patens  TLTVSFGGPVADYR 
YSLIEANTIR 
35,06 D8RMI2 Proteína de transporte mitocondrial S. moellendorffii   RQMQVQPAPASGTQEK 
109,82 B9GDE6 Proteína integral de membrana Oryza sativa 
subsp. Japonica 
 MLAETTGSTGKLLRR 
24,42 E1C9N4 Proteína semejante a fasciclina  P. patens LQQLAAVIEAAGLADTVER LQQLAAVIEAAGLADTVER 
NNQVLTTFLGPNYTLR 






La senescencia es un proceso programado dentro del desarrollo de la 
planta que implica una serie de cambios enzimáticos y metabólicos que tienen 
lugar de forma simultánea o secuencial en los diferentes tejidos que 
envejecen. En el secretoma radicular de los cultivos de 28 días de P. patens se 
han localizado algunas proteínas relacionadas con la senescencia (Tabla 13). 
Las peptidasas participan en los procesos de muerte celular 
generando la movilización y exportación masiva de carbono, nitrógeno y 
minerales con un eficiente reciclaje de los nutrientes (Pak y Van Doorn, 2005). 
Otras proteínas implicadas en este proceso son las proteasas y tiol proteasas, 
que rompen los enlaces peptídicos, lo que a su vez activa el proceso 
apoptótico y la hidrólisis de proteínas. Este proceso apoptótico es regulado por 
proteínas como la E4 ubiquitina, que reconoce la cadena de ubiquitinización y 
atrae a la proteína hacia su interior. La monoubiquitinación está relacionada 
con procesos de regulación, como la endocitosis, la reparación de ADN o la 
regulación transcripcional (Koegl et al., 1999). En muchas ocasiones cuando 
se detecta un error en el ADN, el ciclo celular se para, bien para poder 
arreglarlo, bien para entrar en apoptosis si este arreglo no es posible. Una de 
las proteínas implicadas en la regulación del ciclo es la RINT-1/TIP-1, que se 
encarga de regular el ciclo celular parándolo durante las fases S y G2/M. 
Todas estas proteínas se encontraron únicamente en los cultivos de 28 





Tabla 13. Proteínas identificadas mediante nanoLC-MALDI-TOF/TOF en el secretoma radicular de P. patens implicadas en la senescencia.   
 
PM (kDa) Nº de 
acceso 
Proteína  Especie Péptidos 7 días Péptidos 28 días  
46,30 B9G767 Peptidasa Oryza sativa subsp. 
japonica 
                                  KIVDDVTIAVEK 
73,26 A9THJ0 Proteasa P. patens                              VEDVNLPSMVATFTR 
50,19 A9TQW9 Tiol proteasa P. patens                              AVAGQPVSVAIEAGGR 
12,68 C5XH31 Factor de rápida alcalinización  Sorghum bicolor                              GAACTGTGTVEECGMAR 
47,54 I1KZD9 Proteina E4 ubiquitina Glycine max                               AGNGATALHLAAR 
77,21 A9TMR3 Proteína RINT-1 /TIP-1 P. patens                                                                CDQIRGFAGR 
98,86 A9SL79 Proteína de reparación de errores de 
DNA  
P. patens                               RMKTFGEAVQALR 
 




II.VIII.II.IV Obtención de energía  
 
En esta categoría se incluyen diversas proteínas implicadas en la 
obtención energética y en el metabolismo celular del desarrollo de P. patens 
(Tabla 14). 
La fosfofructoquinasa (PfkB) es una proteína implicada en el 
desarrollo, que se encuentra en los complejos cromosómicos 
transcripcionalmente activos de varias especies vegetales (Gilkerson et al., 
2012). Esta proteína aparece únicamente en los cultivos de 7 días, lo que 
podría estar relacionado con una obtención de energía fundamental  en las 
primeras etapas de desarrollo. El desarrollo de las semillas y la adquisición de 
fosfatos son dos puntos importantes en el desarrollo de las plantas. Dentro de 
la categoría de proteínas relacionadas con la obtención energética se han 
encontrado varias proteínas relacionadas con estos procesos tanto a 7 como a 
28 días. La fosfatasa 2C está implicada en la señalización del ABA (Sáez et 
al., 2006) y forma parte de un mecanismo de control negativo ejercido por un 
inhibidor que funciona cuando se encuentra en forma fosforilada y se inactiva 
al ser desfosforilado por las fosfatasas, regulando así la germinación y 
actuando frente a diferentes tipos de estrés abiótico (González-García et al., 
2003; Kaida et al., 2010). P. patens es capaz de tolerar diversos tipos de 
estrés, entre ellos la radiación ultravioleta gracias a los mecanismos de 
regulación que posee. La proteína de potenciación del oxígeno (OEE, Oxygen 
Evolving Enhancer) es esencial en el fotosistema I, mientras que la anhidrasa 
se encarga de transferir carbonos inorgánicos a la membrana plasmática y al 
citosol hacia el sitio catalítico de la rubisco, la cual cataliza la hidratación 
reversible del dióxido de carbono a bicarbonato y es esencial en el mecanismo 
de respiración (Fabre et al., 2007).  
La mayoría de estas proteínas aparecen en los cultivos de 7 días, 
donde las plantas están comenzando a entrar en su fase de crecimiento 
exponencial y necesitan de un mecanismo energético más activo. Por el 
contrario, las proteínas que aparecen a 28 días están implicadas en la 
activación de mecanismos de regulación. 
  
Tabla 14. Proteínas identificadas mediante nanoLC-MALDI-TOF/TOF en el secretoma radicular de P. patens implicadas en el metabolismo celular.   
 
PM (kDa) Nº de 
acceso 
Proteína  Especie Péptidos 7 días Péptidos 28 días  
52,65 A9SDQ7 Fosfofructoquinasa (PfkB) P. patens GMGDLAARVAAVVVGQQGTRLK  
37,44 B9GIA8 Desarrollo relacionado con la dormición Populus trichocarpa LSTSFTRSGSILLR LSTSFTRSGSILLR 
43,57 A9TIJ9 Fosfatasa 2C P. patens  KAAMNNALMGILR 
61,75 A9SPI2 Fosfatasa ácida púrpura P. patens EAVGDQIYIVR EAVGDQIYIVR 
QPDWSAFR 
SFVAYESR 
23,34 D8SI40 Histidin-fosfatasa superfamilia 1 S. moellendorffii KIAVVSHSFFLSR  
13,65 P84718 Proteína de potenciación del oxígeno 
(OEE) 
Pinus strobus  TNAENEFVTIKK 



















Rensing et al. (2008) describen que P. patens contiene numerosos 
mecanismos de regulación del ADN, mecanismos necesarios para mantener el 
control del genoma en los queintervienen algunas proteínas de unión al ADN y 
al ATP. También hay proteínas responsables de modificaciones post-
transcripcionales como los coactivadores, y proteínas que participan en la ruta 
del ritmo circadiano de la planta (Snider et al., 2008; Katiyar et al., 2012). 
Todas estas proteínas se encuentran en los cultivos de P. patens de 28 días, 
los cuales están entrando en su fase senescente, por lo tanto los mecanismos 
de regulación de la planta son necesarios para intentar mantener su 











Proteína  Especie Péptidos 7 días Péptidos 28 días  
95,43 A9S005 Proteína de unión al ADN P. patens                       ERFPMKLNWVR 
513,10 A9SH61 Proteína de unión al ADN P. patens                       DSYVELLQELQRLR 
210,36 A9SXU5 Proteína de unión al ATP P. patens                    GWMALLVGGPGSGK 
12,47 Q5VMV0 Coactivador  Oryza sativa subsp. japonica                    TGATAAANRSSSATAER 
95,13 C8KHJ1 Proteína asociada al reloj circadiano P. patens                    RFLEALKLYGR 
 




II.VIII.II.VI. Transducción de señal 
 
En el secretoma radicular de P. patens se han encontrado numerosas 
proteínas implicadas en el proceso de replicación del ADN, así como proteínas 
con repeticiones pentatricopeptídicas (PPR) que participan en los procesos de 
organización celular en las mitocondrias o plastidios (Small y Petters, 2000) 
(Tabla 16).  
Todas estas proteínas están estrechamente relacionadas con la 
generación de diversos tipos de estrés y la entrada en la senescencia de las 
plantas, durante la cual la planta activa rutas de señalización para intentar 
controlar este proceso. Entre las proteínas que están relacionadas en la 
señalización se encuentran las quinasas (Thelander et al., 2004) y las 
proteínas de alta movilidad (HMG, High Mobility Group) que son proteínas 
reguladoras de la expresión génica (Antosch et al., 2012). Mientras que en los 
cultivos de 7 días aparecen proteínas implicadas en la señalización como las 
quinasas o las PPR, en los cultivos de 28 días aparecen de forma mayoritaria 
proteínas relacionadas con la recombinación y la transcripción celular, ligadas 
al proceso senescente, tal como las proteínas con dominio de repetición de 
leucinas (LRR, Leucine Rich Repeat) o las proteínas de mantenimiento 









Tabla 16. Proteínas identificadas mediante nanoLC-MALDI-TOF/TOF en el secretoma radicular de P. patens implicadas en  la transducción de señal.   
 
PM (kDa) Nº de 
acceso 
Proteína  Especie Péptidos 7 días Péptidos 28 días  
63,40 B9EXD3 Serin-Treonin quinasas Oryza sativa subsp. japonica DLKPENLLLDSKGNLK  
70,24 K4BCE1 Protein-quinasa Solanum lycopersicum  APAVSPNTTLLITDIES 
50,81 A9S987 Proteinquinasa P. patens DLKPENLLLDSKGNLK DLKPENLLLDSKGNLK  
19,75 D7KWZ0 Proteína de alta movilidad (HMG)  Arabidopsis lyrata  MNLEEKPTMAASR  
92,82 B0LUQ7 Proteína de mantenimiento 
cromosómico (MCM 4)  
Pisum sativum NIILEKMQIGGRSMR  
64,36 Q10Q32 Proteína con repeticiones 
pentatricopeptídicas (PPR) 
Oryza sativa HSALLNNHLYNIALMSCER  
165,19 Q01LT5 Integrasa.  Oryza sativa LALAKFMDVPHYTYMMMKMPGPR  
37,36 A9RN95 Proteína con dominio de 
repetición de leucinas (LRR) 
P. patens  LSGNVFTGPIPR 
IAGMAMAVAR 
126,32 B9RSM1 Proteína con dominio de 
repetición de leucinas (LRR) 
Ricinus communis  NLNALEIKNCPNLKR 
127,39 A8I8N8 Proteína de mantenimiento 
estructural (SMC 2) 
Chlamydomonas reinhardtii  LSGEVDANKAEVK 




II.VIII.II.VII. Proteínas desconocidas y de función 
desconocida 
 
Existen varias proteínas que aparecen en cultivos de 7 y 28 días que 
tienen una función desconocida o son proteínas desconocidas. Estas proteínas 
requieren un análisis complejo para categorizarlos, ya que no existe 
información estructural en bases de datos. Además, muchas de éstas se 
corresponden con proteínas tanto de P. patens y otras especies vegetales 
cuyo genoma está completamente secuenciado (A. thaliana, G. max, O. sativa, 
S. lycopersicum, Z. mays), como de otras especies, incluso algunas de ellas 
alejadas filogenéticamente, lo que puede deberse a una falta de datos de las 
proteínas con las que éstas tienen semejanza. 
 
 
II.VIII.III. Proteínas en el desarrollo 
 
El secretoma radicular de las plantas de P. patens ha puesto de 
manifiesto la presencia de proteínas que participan en los procesos como 
estrés y defensa, la modificación de la pared celular, la senescencia, la 
obtención de energía, la regulación y la transducción de la señal.  
 
 
Figura 55. Distribución de las categorías según la función de las proteínas del 
secretoma radicular de los cultivos de P. patens a 7 y 28 días. 




En los cultivos de 7 días se identifican menos proteínas que en los 
cultivos de 28 días (Fig. 55), además dentro de esta identificación podemos 
comprobar una diferencia entre la etapa de crecimiento (a 7 días) y de 
senescencia (a 28 días), ya que en esta última etapa aparecen proteínas 
implicadas en la regulación y la senescencia que no aparecen en las plantas 
en crecimiento. Esto nos permite comprobar que hay una diferencia en cuanto 






























Estudio de las peroxidasas relacionadas con 






























III. Estudio de las peroxidasas relacionadas con la 
lignificación en Selaginella martensii
  




III.I. Localización histoquímica de peroxidasas y ligninas 
 
Los pteridófitos, ampliamente considerados como las primeras plantas 
vasculares, poseen ligninas compuestas mayoritariamente por unidades G con 
una pequeña parte de unidades H, aunque se ha observado que hay 
pteridófitos que contienen también unidades S (Gómez-Ros et al., 2007b; 
Espiñeira et al., 2011).  
Las ligninas se pueden detectar in vivo mediante la tinción del material 
vegetal. Para establecer la distribución espacial de estas sustancias en las  
frondes de S. martensii se realizaron cortes histológicos y se analizaron con 
los test de Wiesner (Fig. 56A) y de Mäule (Fig. 56B). Por su parte se localizó la 



























Figura 56. Localización histoquímica de las ligninas en S. martensii mediante el test de 
Wiesner (A) y el test de Mäule (B). Flecha, coloración roja, indicando ligninas de tipo S. 
Punta de flecha, coloración marrón, indicando ligninas de tipo G. Tinción con TMB para 
localizar la actividad peroxidasa (verde) (C). Barra 100 μm. 
 
 




El test de Wiesner, basado en la reacción del reactivo de floroglucinol 
con las ligninas en medio ácido, revela la presencia de grupos cinamaldehído 
(Geiger y Fuggerer, 1979; Pomar et al., 2002) mayoritariamente en el sistema 
vascular, aunque también se puede comprobar su aparición en la epidermis 
(Fig. 56A). 
La tinción de Mäule permite distinguir entre ligninas de tipo G y S; 
mientras la coloración roja indica la presencia de ligninas de tipo S en la 
epidermis y sub-epidermis cortical, el color marrón muestra la localización de 
ligninas de tipo G en el xilema (Fig. 56B), distribución que se ha observado 
previamente en S. moellendorffii (Weng et al., 2008).  
La tinción con TMB reveló la presencia de actividad peroxidasa en la 
epidermis y en el xilema (Fig. 56C), distribución que coincide con la de las 
ligninas, a juzgar por los tejidos teñidos con Mäule y Wiesner (Fig. 56 A y B).  
Los resultados de las tinciones muestran la colocalización de las 
ligninas y las peroxidasas sugiriendo un papel importante de las isoenzimas de 
peroxidasa en la formación de lignina (Gómez Ros et al., 2007a; Sato et al., 
2009; Espiñeira et al., 2011). 
 
La presencia de ligninas S, consideradas hasta hace poco exclusivas 
de angiospermas (Boerjan, 2003), se ha detectado mediante tioacidolisis en 
diversos miembros de los pteridófitos. Isoetes histrix contiene en su mayor 
parte unidades G con una menor cantidad de grupos S, en una proporción G:S 
de 73:27. Ceratopteris cornuta contiene un porcentaje similar de unidades G y 
S con una proporción de G:S de 52:48. Sin embargo S. martensii, contiene una 
mayor cantidad de unidades S que G, con una proporción H:G:S de 3:27:70 
(Gómez-Ros et al., 2007a; Espiñeira et al., 2011).  
 
 
III.II. Estudio de las peroxidasas de S. martensii 
 
Como se ha mencionado previamente, las peroxidasas básicas se han 
caracterizado en estudios previos como responsables de la oxidación del 
alcohol sinapílico, especialmente la peroxidasa básica de Z. elegans 
(Gabaldón et al., 2005). De la misma manera que en M. polymorpha y en P. 




patens, se ha estudiado el patrón de isoenzimas de peroxidasas de S. 
martensii, de un extracto de proteína total de sus frondes, por medio de un 
análisis isoelectroforético (Fig. 57), para comprobar si esta especie contiene 
peroxidasas homólogas a la de Z. elegans. 
 El patrón electroforético muestra la presencia de peroxidasas ácidas, 
moderadamente básicas y fuertemente básicas (Fig. 57). Entre estas últimas 
hay diversas isoenzimas con un pI similar al de la peroxidasa básica de Z. 
elegans (Gabaldón et al., 2005), lo cual parece indicar que estas enzimas 
podrían estar relacionadas con la lignificación en S. martensii. Espiñeira et al. 
(2011) observaron que un extracto de proteína total de las frondes de S. 
martensii contenía peroxidasas capaces de oxidar tanto al alcohol sinapílico 













Figura 57. Isoelectroenfoque en condiciones de equilibrio de la peroxidasa de Z. 





Para confirmar la presencia de peroxidasas capaces de oxidar el 
alcohol sinapílico se realizaron medidas de la actividad enzimática con dos 
sustratos artificiales de las peroxidasas, el 4-metoxi-α-naftol y la 3,3´,5,5´-
tetrametilbencidina (TMB), y dos sustratos naturales, los alcoholes coniferílico 
y sinapílico, precursores de las ligninas de tipo G y S respectivamente (Tabla 
17).  




Tabla 17. Medida de la actividad peroxidasa del extracto crudo de S. martensii. Los 
resultados son la media de tres experimentos independientes con la desviación 
estándar. 
 
 Actividad peroxidasa (µkat ml
-1
) 
4-metoxi-α-naftol 11,14 ± 0,72 
3,3´,5,5´-tetrametilbencidina 136,63 ± 1,12 
Alcohol coniferílico 59,02 ± 1,37 




Las medidas de actividad indican que las peroxidasas de S. martensii 
oxidan a todos los sustratos probados, tanto naturales como artificiales. El 
sustrato más sensible es la TMB, sin embargo hay que destacar también la 
actividad enzimática que presenta con el alcohol coniferílico (Tabla 17). La 
importancia de este sustrato es que está implicado en la síntesis de 
monómeros guayacilo y por lo tanto es uno de los sustratos determinantes a la 
hora de comprobar si las peroxidasas de S. martensii participan en la 
lignificación. Los resultados de la tabla 17 indican que el extracto crudo de S. 
martensii es capaz de oxidar el alcohol sinapílico, lo que indica que S. 
martensii posee peroxidasas capaces de sintetizar monómeros siringilo. 
El hecho de que S. martensii presente la capacidad de oxidar a los 
sustratos citados y que contenga isoenzimas homólogas a la de Z. elegans, 
lleva a pensar que en esta planta hay peroxidasas implicadas en la 
lignificación. Por lo tanto se planteó purificar aquellas peroxidasas que están 
implicadas en la lignificación de esta especie. 
 
 
III.III. Purificación de peroxidasas 
 
Para la purificación de las peroxidasas se realizó un protocolo de tres 
pasos incluyendo: precipitación con sulfato amónico, cromatografía hidrofóbica 
en Fenil-Sefarosa y cromatografía catiónica en SP Sefarosa (Fig. 58).  
 





















Figura 58. Esquema de la purificación de las peroxidasas de S. martensii. 
 
El primer paso fue una precipitación con sulfato amónico para 
determinar, de acuerdo con los patrones de proteína y peroxidasa, qué 
fracciones contenían las proteínas de interés. Se realizaron seis fracciones con 
diferentes concentraciones de sulfato amónico: 0-25, 25-40, 40-50, 50-65, 65-















Figura 59. Análisis electroforético de las fracciones obtenidas tras la precipitación 
fraccionada, con diferentes porcentajes de sulfato amónico, del extracto crudo de S. 
martensii. 0-25, 25-40, 40-50, 50-65, 65-80 y 80-95%. Patrones de isoenzimas de 
peroxidasa obtenidos por IEF tras teñir con 4MN y H2O2 (A) y de proteínas mediante 
SDS-PAGE (B) después de teñir con nitrato de plata. Cr: Crudo. Mk: Marcador de peso 
molecular. 




A la vista de que los análisis electroforéticos de las fracciones del 0 al 
80% de (NH4)2SO4 mostraban patrones similares de peroxidasas (Fig. 59A) y 
proteínas (Fig. 59B), se resolvió juntarlas como una única fracción. La fracción 
del 80 al 95% de (NH4)2SO4 mostraba como resultado una marcada reducción 
de la cantidad de proteína, con un patrón mucho más sencillo que la fracción 
del 0 a 80% de (NH4)2SO4. Por lo tanto, se consideraron dos fracciones 
diferentes dependiendo del porcentaje de saturación con (NH4)2SO4, una 
fracción del 0 al 80% de (NH4)2SO4 y otra del 80 al 95% de (NH4)2SO4. 
Después de realizar las precipitaciones del 0-80 y del 80-95%, cada una de 
estas fracciones se cargó en una columna de Fenil-Sefarosa
TM

































Figura 60. Cromatografía hidrofóbica sobre Fenil-Sefarosa
TM
 6 Fast Flow del extracto 
crudo de S. martensii procedente de la precipitación con sulfato amónico del 0-80 % 
(A), y del 80-95% (B). La actividad peroxidasa se corresponde a los valores medidos 
con TMB.  




Tras la realización de esta cromatografía en ambas fracciones 
precipitadas, los resultados muestran la aparición de tres picos de actividad 
peroxidasa, dos en la fracción de 0-80% (F1 y F2) y otro en la fracción del 80-
95% (F3) (Fig. 60). Los tres picos obtenidos de las cromatografías hidrofóbicas 





Figura 61. Isoelectroenfoque de las fracciones obtenidas tras la cromatografía 
hidrofóbica del extracto crudo de S. martensii (F1, F2, F3) después de teñir con 4MN y 
H2O2 (A). Análisis mediante SDS-PAGE de las mismas fracciones, después de teñir con 
nitrato de plata (B). Mk: Marcador de peso molecular. 
 
 
 El análisis mediante IEF (Fig. 61A) reveló la presencia de una gran 
cantidad de isoenzimas de peroxidasa neutras en la fracción F2, que también 
presenta el patrón más complejo de proteínas (Fig. 61B). En cuanto a la 
fracciones correspondientes a la F1 y F3 se observó una gran cantidad de 
isoenzimas tanto ácidas como básicas (Fig. 61A) presentando a su vez un 











 III.III.I. Purificación de SmaPrx1 
 
 La fracción F1 procedente de la cromatografía hidrofóbica se sometió a 
una cromatografía de intercambio iónico sobre SP Sefarosa
TM
 Fast Flow (Fig. 
62). Debido a que en esta fracción hay una gran cantidad de isoenzimas 
fuertemente básicas, se decidió emplear un tampón de pH elevado para 
realizar la cromatografía catiónica. Este tipo de columna se ha utilizado 
previamente con éxito en otros trabajos de purificación (Gabaldón et al., 2005; 





















Figura 62. Cromatografía de intercambio iónico sobre SP Sefarosa
TM
 Fast Flow de la 
fracción F1 de S. martensii. La actividad peroxidasa se corresponde con los valores 




En el cromatograma se distingue la presencia de dos picos de 
actividad peroxidasa, F1.1 y F1.2 (Fig. 62). La matriz retiene las enzimas 
fuertemente básicas, por lo que el primer pico (F1.1) se corresponde con una 
fracción compuesta de peroxidasas ácidas, neutras y moderadamente básicas, 
las cuales no son retenidas por la misma, mientras que el pico F1.2 





















Figura 63. Isoelectroenfoque de las fracciones obtenidas tras la cromatografía catiónica 
de la fracción F1 procedente de la cromatografía hidrofóbica, después de teñir con 4MN 
y H2O2 (A) y análisis mediante SDS-PAGE de las mismas fracciones, después de teñir 




Mediante IEF (Fig. 63A) se comprobó que la fracción F1.1 contenía 
una gran cantidad de isoenzimas tanto ácidas como básicas. Sin embargo, en 
la fracción F1.2 aparecían varias isoenzimas de carácter básico y una única 
peroxidasa fuertemente básica. El patrón proteico se determinó mediante SDS-
PAGE (Fig. 63B), mostrando una gran cantidad de proteínas en la fracción 
F1.1 y un total de cuatro proteínas con un peso molecular comprendido entre 
35 y 45 kDa en la fracción F1.2, coincidiendo con el peso molecular de las 
peroxidasas de secreción de clase III (Hiraga et al., 2001).  
La tabla de purificación de SmaPrx1 (Tabla 18) indica un aumento 
notable en la actividad específica de esta fracción a lo largo del proceso de 
purificación. Con este protocolo se ha conseguido un factor de purificación muy 
elevado (Tabla 18).  
Debido a la baja cantidad de proteínas (40 μg totales) en la muestra 
final, no fue posible continuar el proceso de purificación por lo que hemos 
considerado la fracción SmaPrx1 como una fracción de peroxidasas 
fuertemente básicas semipurificada.  
 
 




Tabla 18. Purificación de la fracción de peroxidasas básicas SmaPrx1 de S. martensii. 













Extracto crudo 2041412 385 1 100 
Precipitación 0-80% 
(NH4)2SO4 
591142 1959 5 29 
Cromatografía Fenil-
Sefarosa 
22860 913 2 1 
Cromatografía SP 
Sefarosa 





 III.III.II. Purificación de SmaPrx2 
 
 Debido a que la fracción F2 procedente de la cromatografía hidrofóbica 
contenía isoenzimas de carácter moderadamente básico se empleó un tampón 
con pH 8,2 para la cromatografía de intercambio iónico realizada sobre SP 
Sefarosa
TM
 Fast Flow y basada en un gradiente salino de KCl 0-1M.  
 
 
Figura 64. Cromatografía de intercambio iónico sobre SP Sefarosa
TM
 Fast Flow de la 
fracción F2 de S. martensii. La actividad peroxidasa se corresponde con los valores 
medidos con TMB.  
 




En el cromatograma se distingue la presencia de dos picos de 
actividad peroxidasa, F2.1, que se corresponde con las peroxidasas no 
retenidas en la columna y F2.2, fracción que eluyó a una concentración 0,15 M 














Figura 65. Isoelectroenfoque de las fracciones obtenidas tras la cromatografía catiónica 
de la F2 procedente de la cromatografía hidrofóbica después de teñir con 4MN y H2O2 
(A). Análisis mediante SDS-PAGE de las mismas fracciones después de teñir con 
nitrato de plata (B). Mk: Marcador de peso molecular. 
 
 
Los resultados del IEF (Fig. 65A) y SDS-PAGE (Fig. 65B) permiten 
concluir que el primer pico de actividad peroxidasa (F2.1) contiene numerosas 
enzimas ácidas y neutras, mientras que el segundo pico (F2.2) contiene una 
única peroxidasa de carácter básico y una única proteína, por lo que se trata 
de una enzima purificada a homogeneidad, que denominamos SmaPrx2. El 
isoelectroenfoque reveló que SmaPrx2 (Fig. 65A) es una peroxidasa 
fuertemente básica con un pI de 9,2. 
El proceso de purificación de SmaPrx2 ha dado como resultado un 
gran aumento de la actividad específica y del factor de purificación con 










Tabla 19. Purificación de la peroxidasa básica SmaPrx2 de S. martensii. La actividad 












Extracto crudo 2041412 385 1 100 
Precipitación 0-80% 
(NH4)2SO4 
591142 1959 5 29 
Cromatografía Fenil-
Sefarosa 
47182 1565 4 2 
Cromatografía SP 
Sefarosa 





 III.III.III. Purificación de SmaPrx3 
 
Para la purificación de la fracción F3 proveniente de la cromatografía 
hidrofóbica se siguió el mismo protocolo que en el caso de la F1, debido a que 




















Figura 66. Cromatografía de intercambio iónico sobre SP Sefarosa
TM
 Fast Flow de la 
fracción F3 procedente de la cromatografía hidrofóbica de S. martensii. La actividad 
peroxidasa se corresponde con los valores medidos con TMB.   
 
 




El cromatograma obtenido muestra la presencia de dos picos de 
actividad peroxidasa, F3.1 y F3.2 (Fig. 66). El primer pico (F3.1) se 
corresponde con una fracción ácida que no queda retenida en la columna, 
mientras que el pico correspondiente a la fracción de las peroxidasas básicas 













Figura 67. Isoelectroenfoque de las fracciones obtenidas tras la cromatografía catiónica 
de la F3 procedente de la cromatografía hidrofóbica después de teñir con 4MN y H2O2 
(A). Análisis mediante SDS-PAGE de las mismas fracciones después de teñir con 
nitrato de plata (B). Mk: Marcador de peso molecular. 
 
 
El análisis por isoelectroenfoque con un gradiente de pH de 3-10 (Fig. 
67A) reveló que F3.2 es una peroxidasa fuertemente básica con un pI de 9,5 y 
el SDS-PAGE (Fig. 67B) muestra que el primer pico de actividad peroxidasa 
(F3.1) contiene numerosas proteínas, mientras que el segundo pico (F3.2) 
contiene una única proteína. Esta peroxidasa que ha sido purificada a 
homogeneidad ha sido denominada SmaPrx3. 
SmaPrx3 muestra un aumento tanto de la actividad específica de la 









Tabla 20. Purificación de la peroxidasa básica SmaPrx3 de S. martensii. La actividad 












Extracto crudo 891487 878 1 100 
Precipitación 80-
95% (NH4)2SO4 
369003 52063 59 41 
Cromatografía Fenil-
Sefarosa 
48570 31539 36 5 
Cromatografía SP 
Sefarosa 




III.IV. Análisis espectral 
 
Las peroxidasas vegetales de secreción de clase III contienen grupos 
hemo que absorben a una longitud de onda de 403 nm, este pico de 
absorbancia máximo se conoce como banda de Soret (Kvaratskhelia et al., 





Figura 68. Espectros de absorción de SmaPrx1 (A), SmaPrx2 (B) y SmaPrx3 (C), 
donde se muestran las bandas de Soret y las bandas α y β.  
 
 
El espectro de absorción UV-visible de SmaPrx1 detectó un pico a 405 
nm y las bandas α y β a 501 y 630 nm, respectivamente (Fig. 68A). En el caso 
de SmaPrx2 la banda de Soret se detectó a 403 nm, mientras que las bandas 
α y β se detectaron en 501 y 639 nm, respectivamente (Fig. 68B). Finalmente 




la banda de Soret de SmaPrx3 se observó a 404 nm y las bandas α y β 
aparecieron a 524 y a 630 nm (Fig. 68C). 
Estos resultados indican que estas peroxidasas son de alto espín y 
pertenecen al grupo de peroxidasas vegetales de secreción de clase III.  
 
 
III.V. Determinación del peso molecular  
 
El peso molecular de las peroxidasas purificadas a homogeneidad de 
S. martensii, SmaPrx2 y SmaPrx3 se determinó mediante espectrometría de 
masas MALDI-TOF MS.  
 
 





Los datos obtenidos del análisis MALDI-TOF para la SmaPrx2 (Fig. 69) 
muestran un pico con m/z de 36294,54 y tres picos más con m/z de 25490,89, 
43633,14 y 71992,35 respectivamente. De este análisis se deduce que el peso 
molecular de la peroxidasa SmaPrx2 es de 36295 Da, el cual se encuentra 
dentro del rango de la masa molecular típica de las peroxidasas (Gabaldón et 




al., 2005). Las otras señales detectadas parecen ser artefactos debidos a la 










En el análisis de la peroxidasa SmaPrx3 se obtuvieron dos picos con 
m/z de 25478,04 y 45708,77 (Fig. 70). Así, se puede concluir que esta 
peroxidasa presenta un peso molecular de 45709 Da, mientras que el otro pico 
se corresponde con un artefacto debido a la manipulación de la muestra. 
 
 
III.VI. Dependencia del pH 
 
El pH es crítico para la estabilidad del grupo hemo: con valores de pH 
demasiado bajos o demasiado altos se puede ver alterado el sitio activo de la 
enzima e impedir la unión del grupo hemo (Adams, 1997). Para comprobar la 
dependencia de pH de SmaPrx2 y SmaPrx3 se realizaron medidas de 
actividad peroxidasa variando de 4,0 a 9,0 el pH del tampón en la mezcla de 
reacción (Fig. 71).  
















Figura 71. Medida de actividad peroxidasa de SmaPrx2 (■) y SmaPrx3 (□) frente a 
diversos valores de pH del tampón. Los resultados son la media de tres experimentos 




Mientras que SmaPrx2 muestra un máximo de actividad a pH 5,0 para 
luego disminuir rápidamente sin mostrar actividad a valores de pH por encima 
de 6,0, SmaPrx3 muestra un rango más amplio de pH donde permanece 
activa, también con un máximo de actividad a pH 5.0. Estos resultados 
coinciden, al igual que con PpPrx, con otras peroxidasas purificadas, en las 
que se determinó que el pH óptimo (Mika y Lüthje, 2003; Cardinali et al., 2011).  
 
 
III.VII. Especificidad de sustrato 
 
Las peroxidasas purificadas se midieron usando como sustratos ácido 
ascórbico, NADH, ácido indolacético (AIA), ácido ferúlico y los alcoholes 
coniferílico y sinapílico. Estos compuestos permiten valorar las posibles 










Tabla 21. Actividades específicas (nkat μg
-1 
proteína) de las peroxidasas purificadas de 
S. martensii en presencia de diferentes sustratos. Los resultados son la media de tres 




Los resultados de la tabla 21 muestran que las tres peroxidasas son 
capaces de oxidar todos los sustratos a excepción del ácido ascórbico, lo que 
parece indicar que éstas pertenecen a las peroxidasas vegetales de secreción 
de clase III, y, aunque todas son capaces de oxidar el NADH, éste no es un 
buen sustrato para ninguna de ellas. Además, SmaPrx2 presenta una actividad 
moderada frente al ácido indolacético (0,49 ± 0,01 nkat µg
-1
 proteína), hecho 
ya descrito en trabajos anteriores que indican que las peroxidasas son 
capaces de oxidar tanto NADH como AIA, mostrando una actividad enzimática 
generalmente baja (Brownleader et al., 1995; Vitali et al., 1998; Jouili et al., 
2008). 
A pesar de que el NADH es un sustrato pobre para las tres 
peroxidasas, podría tener un papel importante en el desarrollo de la planta. El 
peróxido de hidrógeno es necesario para el ciclo de peroxidativo de las 
peroxidasas, pudiendo ser generado por diferentes enzimas como las NADPH 
oxidasas de membrana (Ros Barceló et al., 2002) y las oxalato oxidasas 
(Møller y McPherson, 1998), pero las propias peroxidasas son capaces de usar 
NADH para producir H2O2 (Liszkay et al., 2003). El peróxido de hidrógeno es 
generalmente el cosustrato limitante y actúa como un factor de control en la 
lignificación. Una disminución en la disponibilidad de H2O2 provoca una 
drástica reducción en la biosíntesis de lignina y el aumento de H2O2 provoca 
un incremento en el contenido de lignina (Gabaldón et al., 2005; Kärkönen et 
al., 2002; Kim et al., 2008). Por lo tanto, una catálisis eficiente del H2O2 puede 
Sustrato SmaPrx1 SmaPrx2 SmaPrx3 
Ácido ascórbico n.d. n.d. n.d. 
NADH 0,02 ± 0,00 0,01 ± 0,00 0,04 ± 0,00 
AIA 0,02 ± 0,00 0,49 ± 0,01 0,07 ± 0,00 
Ácido ferúlico 28,02 ± 1,14 2,56 ± 0,01 0,04 ± 0,00 
Alcohol coniferílico 44,09 ± 0,65 3,60 ± 0,10 19,00 ± 0,10 
Alcohol sinapílico 62,09 ± 3,40 0,78 ± 0,03 1,94 ± 0,02 




ser crítica para mantener la biosíntesis de lignina y la integridad de la pared 
celular. Por otra parte, las peroxidasas catiónicas parecen ser más eficientes 
en la oxidación de NADH que sus homólogas aniónicas (Sergio et al., 2009; de 
Marco et al., 1999). 
El ácido ferúlico es un sustrato relacionado con la pared celular que 
puede estar unido por enlaces éter a los componentes hemicelulósicos y 
proveer de puntos de crecimiento al polímero de lignina (Jacquet et al. 1995), 
además también puede ser incorporado en la suberina de la pared celular 
(Hiraga et al. 2001). De este modo, los datos de actividad enzimática de 
SmaPrx1 y SmaPrx2 frente al ácido ferúlico (28,02 ± 1,14 y 2,56 ± 0,01 nkat 
µg
-1
 proteína) parecen indicar que estas peroxidasas están relacionadas con el 
desarrollo de la pared celular. Además, los datos frente a los alcoholes 
coniferílico y sinapílico (Tabla 21) obtenidos de SmaPrx1, SmaPrx2 y SmaPrx3 
respectivamente, indican que todas estas peroxidasas podrían participar en la 
biosíntesis de monómeros guayacilo y siringilo. Así, todas las peroxidasas 
purificadas son peroxidasas de secreción de clase III implicadas en la 
lignificación de S. martensii. 
 
 
III.VIII. Caracterización cinética 
 
Con las peroxidasas purificadas a homogeneidad (SmaPrx2 y 
SmaPrx3), se hicieron medidas con diversos sustratos para obtener sus 
constantes cinéticas. Los sustratos empleados fueron los alcoholes coniferílico 
y sinapílico, el ácido ferúlico (sólo en el caso de la SmaPrx2) y el H2O2. El H2O2 
se usó en condiciones saturantes (0,5 mM) en las medidas con los alcoholes 
cinamílicos y el ácido ferúlico, mientras que para hacer la caracterización 
cinética con el H2O2 fue el alcohol coniferílico el que se usó en condiciones 
saturantes (0,1 mM). Los valores de KM y Vmax fueron calculados de acuerdo a 









Tabla 22. Valores de KM, Kcat y Kcat/KM de las peroxidasas purificadas de S. martensii 
para los alcoholes coniferílico y sinapílico, ácido ferúlico y H2O2. 
 







SmaPrx2 Alcohol coniferílico 79,0 280,3 3,55 
Alcohol sinapílico 69,5 80,8 1,16 
Ácido ferúlico 34,7 186,3 5,37 
H2O2 686,5 289,8 0,42 
SmaPrx3 Alcohol coniferílico 73,9 2114,0 28,63 
Alcohol sinapílico 48,4 264,3 5,46 




A partir de las determinaciones de velocidad inicial (V0) llevadas a 
cabo utilizando cinco concentraciones de cada sustrato se estimaron la KM y la 
Vmax, valores que nos permitieron evaluar la eficiencia cinética de las enzimas 
purificadas (Tabla 22). 
Para la SmaPrx2 los valores de la KM aparente fueron similares en 
ambos alcoholes (79,0 µM para el coniferílico y el 69,5 µM para el sinapílico), 
mientras que el valor más bajo correspondió al ácido ferúlico (34,7 µM), lo que 
nos indica que esta enzima tiene una mayor afinidad por este sustrato. La KM 
aparente para el ácido ferúlico no se calculó en el caso de SmaPrx3 debido a 
que era un pobre sustrato de esta enzima. Para esta peroxidasa, la KM 
aparente del alcohol sinapílico fue inferior a la de alcohol coniferílico (48,4 µM 
y 73,9 µM, respectivamente), lo que indica una mayor afinidad de esta enzima 
por el alcohol sinapílico (Tabla 22). Estos resultados concuerdan con las 
actividades específicas calculadas previamente (Tabla 21).  
Basándonos en la eficacia catalítica (Kcat/KM), el mejor sustrato para la 
SmaPrx2 es el ácido ferúlico, mientras que para la SmaPrx3 es el alcohol 
coniferílico. Por otra parte, SmaPrx3 muestra una alta eficiencia en la 
oxidación de los dos alcoholes relacionados con la lignificación, lo que sugiere 
una mayor participación de SmaPrx3 en la formación de lignina que SmaPrx2. 
En cuanto al peróxido de hidrógeno se observaron importantes diferencias 
entre las dos peroxidasas purificadas, puesto que el valor KM aparente para la 
SmaPrx2 fue dos veces mayor que para la SmaPrx3 (686,5 µM y 312,7µM). El 




valor de la eficiencia catalítica de SmaPrx3 es 10 veces mayor que el de 
SmaPrx2, lo que indica que SmaPrx3 es mucho más eficiente oxidando 
peróxido de hidrógeno, lo cual podría ser importante cuando la disponibilidad 
de peróxido de hidrógeno es limitante. 
Al comparar los valores de KM de ambas peroxidasas purificadas con 
otras implicadas en la lignificación, podemos comprobar que tanto SmaPrx2 
como SmaPrx3 poseen valores muy similares a las de esas otras peroxidasas. 
Por ejemplo, Koutaniemi et al. (2005) purificaron dos peroxidasas básicas 
responsables de la lignificación de Picea abies, cuyas KM para el alcohol 
coniferílico fueron de 16,7 y 23,2 μM. La peroxidasa básica de Z. elegans 
(ZePrx) muestra una KM para los alcoholes coniferílico y sinapílico de 83 y 15 
μM, respectivamente (Gabaldón et al., 2005). La TPX1 es una peroxidasa 
relacionada con la síntesis de lignina y suberina en tomate, y muestra una alta 
afinidad por la siringaldazina, un análogo de los grupos siringilo de las ligninas 
con una KM de 11,4 μM (Quiroga et al., 2000). La eficiencia catalítica (Kcat/KM) 
en ZePrx muestra una mayor afinidad por el alcohol sinapílico que por los 









 para el alcohol coniferílico. En tomate, la 




 para la siringaldazina (Quiroga et 
al., 2000). Los resultados de la SmaPrx2 y SmaPrx3 son similares para ambos 










 para el alcohol sinapílico, cinco veces superior que el valor de 
TPX1, pero menor que el mostrado por ZePrx. Estos datos apoyan los 
resultados de que ambas peroxidasas podrían estar implicadas en la 














III.IX. Identificación de SmaPrx2 y SmaPrx3 por MALDI-
TOF MS/MS 
 
Las peroxidasas purificadas a homogeneidad SmaPrx2 y SmaPrx3 se 
digirieron con tripsina y se analizaron mediante espectrometría de masas 
































Figura 73. Huella peptídica obtenida de los fragmentos trípticos de SmaPrx3. 




Las masas obtenidas en la huella peptídica se compararon con la base 
de datos Mascot sin obtenerse ninguna coincidencia, lo cual indica que estas 
proteínas purificadas no han sido previamente secuenciadas. 
Los fragmentos trípticos obtenidos mediante la huella peptídica se 
analizaron con MALDI-TOF/TOF MS/MS, y se buscaron coincidencias en 
Mascot, logrando las identificaciones indicadas en la tabla 23. 
 
Tabla 23. Péptidos obtenidos de la digestión tríptica y análisis con MALDI-TOF/TOF 
MS/MS de SmaPrx2 y SmaPrx3. Identificación mediante la base de datos Mascot. El 
peso molecular de la proteína se ha determinado mediante MALDI-TOF/TOF. 
 









S. moellendorffii (XP_002990689) 
1536,78 DVEMFALGNNNSAR S. moellendorffii (XP_002990689) 
1821,13 GLSVHDLVLLSGGHTIGR  S. moellendorffii (XP_002990689) 
2856,40 LFFHDCFVQGCDGSILLESTPTAGR S. moellendorffii (XP_002990689) 








S. moellendorffii (XP_002991683) 
3085,66 LFFHDCFVEGCDGSLLLDASADGAVIEK S. moellendorffii (XP_002991683) 
1810,05 DSVVLTGAPFFVMPTGR S. moellendorffii (XP_002991683) 
1990,11 VALDRGSEFVVDNSYYR S. moellendorffii (XP_002991683) 
1439,79 SFAGDENRFQLR S. moellendorffii (XP_002991683) 
1114,74 AELQQACPR S. moellendorffii (XP_002991683) 
1744,01 ACPGVVSCADILAIAAR Brassica campestris (ACT35473) 
 
 
En SmaPrx2, cuando se procedió a la búsqueda de los fragmentos 
individuales mediante Mascot, se identificaron cinco fragmentos trípticos (Tabla 
23). Uno de ellos correspondía a la secuencia ANVEAVCPGVVSCADIVALAAR 
de m/z=2241,22 presente en una proteína de Sorghum bicolor (número de 
acceso XP_002453592) (Paterson et al., 2009), que está clasificada como una 
proteína hipotética y mediante blast se observó que se correspondía con una 
peroxidasa. El péptido identificado está conservado entre las peroxidasas de 
secreción, ya que contiene dos cisteínas entre las que se establecen los 
puentes disulfuro. Los otros cuatro péptidos han sido encontrados en la base 
de datos de S. moellendorffii, identificándose como una proteína hipotética de 
esta especie (número de acceso XP_002990689, denominada SmPrx05a de 
acuerdo con la PeroxiBase). Esta proteína contiene regiones conservadas de 
las peroxidasas, por lo que se ha clasificado como tal. Los péptidos 




identificados fueron DATTYFGGMFYTVPTGR con m/z=1804,93, el cual 
contiene una lisina conservada que se ha identificado como un determinante 
estructural de las peroxidasas de tipo siringilo (Ros Barceló et al., 2007), 
DVEMFALGNNNSAR con m/z=1536,78 y GLSVHDLVLLSGGHTIGR con 
m/z=1821,13. Este último péptido contiene un lugar de unión al calcio y la 
histidina proximal de unión al grupo hemo, característica típica de las 
peroxidasas vegetales de clase III. Finalmente se identificó el péptido 
LFFHDCFVQGCDGSILLESTPTAGR con m/z=2856,40, el cual contiene un 
sitio activo formado por una fenilalanina y una histidina importantes en el 
proceso catalítico y una lisina implicada en el proceso de unión al calcio.  
Los péptidos identificados de la SmaPrx2 forman un total del 29% de la 
proteína secuenciada. En la figura 74 se han alineado estos péptidos frente a 





Figura 74. Alineamiento de los cinco péptidos trípticos internos obtenidos de SmaPrx2 
con SmPrx05a de S. moellendorffii (número acceso XP_002990689), mostrando en 
color rojo aquellos aminoácidos coincidentes entre las dos proteínas. 
 
 
Tras la digestión tríptica de SmaPrx3 se identificaron un total de siete 
péptidos (Tabla 23), entre los cuales se halla el péptido 
ACPGVVSCADILAIAAR con m/z=1744,01, correspondiente con la peroxidasa 
52 de Brassica campestris (número de acceso ACT35473), el cual es un 
péptido conservado entre las peroxidasas de secreción, con dos cisteínas 
entre las que se establecen los puentes disulfuro. Los otros seis péptidos 
identificados mostraron coincidencia con una proteína de S. moellendorffii 




(número de acceso XP_002991683, denominada como SmPrx01b de acuerdo 
a la PeroxiBase), la cual se ha identificado como una peroxidasa mediante 
Blast debido a los dominios conservados que contiene, típicos de esta clase de 
enzimas. Entre los péptidos identificados están VALDRGSEFVVDNSYYR con 
m/z=1990,11 y LFFHDCFVEGCDGSLLLDASADGAVIEK con m/z=3085,66, los 
cuales presentan una fenilalanina y una histidina conservadas del sitio activo y 
una lisina esencial para el proceso de unión al calcio. Otro de los péptidos 
identificados fue DSVVLTGAPFFVMPTGR con m/z=1810,05 y que contiene 
una lisina que se ha descrito como un determinante estructural de las 
peroxidasas siringilo (Ros Barceló et al., 2007). Los otros tres péptidos 
identificados fueron GLLRSDQELTLDSETESIVR con m/z=2260,32, 
SFAGDENRFQLR con m/z=1439,79 y AELQQACPR con m/z=1114,74.  
Los péptidos identificados de la SmaPrx3 forman un total del 35% de la 
proteína secuenciada. En la figura 75 se han alineado estos péptidos frente a 




Figura 75. Alineamiento de los siete péptidos trípticos internos obtenidos de SmaPrx3, 
con SmPrx01b de S. moellendorffii (número acceso XP_002991683), mostrando en 




Todos los péptidos identificados de las peroxidasas S. martensii son 
nuevos en las bases de datos, ya que no hay peroxidasas secuenciadas de 
esta especie. Sin embargo, otra especie del género Selaginella, S. 
moellendorffi, ha sido secuenciada en su totalidad (Banks et al., 2011), 
habiéndose encontrado en su genoma 179 peroxidasas de acuerdo con la 




PeroxiBase (http://peroxibase.toulouse.inra.fr/). Esta información ha sido 
determinante para identificar los péptidos obtenidos mediante la digestión 
tríptica de ambas peroxidasas.  
Teniendo en cuenta la gran similitud entre los péptidos de las proteínas 
purificadas de S. martensii y las proteínas de S. moellendorffii, y la cercanía 
evolutiva de ambas especies, se puede plantear la hipótesis de que las 
proteínas enteras de S. martensii sean muy similares a las de S. moellendorffii. 
Debido a esta similitud, se realizó un análisis teórico utilizando las peroxidasas 
SmPrx05a y SmPrx01b de S. moellendorffii (Fig.74 y 75).  
Mediante el programa TargetP se puede prever que ambas proteínas 
siguen la vía secretora, ya que muestran la presencia de un péptido señal, lo 
que encaja bien con el hecho de ser peroxidasas de clase III. De acuerdo a su 
pI teórico, estas proteínas son peroxidasas catiónicas, con un pI de 7,74 para 
SmPrx05a y de 7,12 para SmPrx01b. Debido a que este cálculo no contempla 
ni los dos iones calcio ni el grupo hemo hay que sumarle dos unidades a cada 
una (Welinder et al., 2002). Después de esta corrección, los pI de ambas 
proteínas de S. moellendorffii coinciden con el pI experimental de las dos 
peroxidasas purificadas (SmaPrx2 y SmaPrx3) de S. martensii. 
Para confirmar la naturaleza siringilo de estas peroxidasas en base a 
su secuencia primaria, se procedió a hacer un alineamiento entre los 
fragmentos trípticos obtenidos de cada una de las peroxidasas frente a otras 
peroxidasas descritas en la bibliografía como peroxidasas de tipo siringilo, por 
su capacidad experimental de oxidar el alcohol sinapílico, de modo que se 
pudo establecer la presencia de los determinantes estructurales de tipo 
siringilo (Fig.76). Estos determinantes han sido identificados por Ros Barceló 
et al. (2007) en otras especies, comprobándose que están altamente 
conservados.  





Figura 76. Alineamiento de las secuencias de aminoácidos de S. martensii SmaPrx2 y 
SmaPrx3, S. moellendorffii SmPrx05a y SmPrx01b, A. thaliana ATPA2 (CAA68212), P. 
abies PAPX4 (CAH10839), Z. elegans ZePrx (CAI54302), Asparagus officinalis 
AoPOX1 (BAA94962), Solanum lycopersicum TPX2 (AAA65636) y Populus alba 
CWPO-C (BAE16616). Los residuos conservados importantes para el mecanismo 
catalítico se han resaltado en verde; los residuos de unión al Ca
2+
 están sombreados en 
amarillo y los determinantes estructurales de las peroxidasas de tipo siringilo se han 
coloreado en rojo. 
 
 
De este modo, estos motivos estructurales son considerados como 
necesarios y suficientes para determinar la actividad siringil oxidasa de las 
peroxidasas, actividad que está ausente en ATP A2 y HRP2 A2, dos 




peroxidasas tipo guayacilo. El alineamiento se realizó entre SmaPrx2 y 
SmaPrx3 de S. martensii y SmPrx05a y SmPrx01b de S. moellendorffii, ATPA2 
(CAA68212) de Arabidopsis thaliana, PAPX4 (CAH10839) de Picea abies, 
ZePrx (CAI54302) de Zinnia elegans, AoPOX1 (BAA94962) de Asparagus 
officinalis, TPX2 (AAA65636) de Solanum lycopersicum y CWPO-C 
(BAE16616) de Populus alba, dando como resultado, tanto en SmaPrx2 como 
en SmaPrx3 la presencia de determinantes siringilo (Fig.76, sombreado rojo).  
La evidencia de que estas peroxidasas contienen estos motivos 
estructurales está de acuerdo con la capacidad experimental de SmaPrx2 y 
SmaPrx3 de oxidar el alcohol sinapílico in vitro y obtener una KM baja para este 
sustrato. Por lo tanto, estos resultados apoyan a todos los datos previamente 







































i. M. polymorpha, P. patens and S. martensii contain basic 
peroxidases homologous to the basic peroxidase from Zinnia 
elegans involved in lignification.  
ii. A colocalization between peroxidase activity and lignin distribution 
was observed in M. polymorpha rhizoids. 
iii. MpPrx, a semi-purified fraction of basic peroxidases from M. 
polymorpha, shows high capacity to oxidize the p-
hydroxycinnamyl alcohols precursors of guaiacyl and syringyl 
moieties, providing evidence of the involvement of these 
peroxidases in lignification. 
iv. A strongly basic peroxidase, PpPrx, was purified to homogeneity 
from P. patens plants. It shows kinetic properties similar to 
peroxidases involved in cell wall development and maturation. 
PpPrx happened to be a class III peroxidase with high sequence 
homology to peroxidases involved in lignification in other vascular 
plant species.  
v. The purified peroxidase PpPrx was enhanced under saline and 
oxidative stress. 
vi. The proteome of P. patens rhizoid exudates was evaluated in two 
stages of development of the plants. 93 proteins were identified at 
7 and 28 days of development in liquid medium. These proteins 
were mainly related to stress, defense, cell wall modification and 
senescence, but other proteins related to energy production, 
regulation and signal transduction were also identified. 
vii. A colocalization between peroxidase activity and lignin distribution 
was observed in S. martensii fronds. 
viii. Three basic peroxidases, SmaPrx1, SmaPrx2 and SmaPrx3, were 
purified from S. martensii fronds. Their enzymatic and kinetic 
properties suggest their involvement in cell wall maturation and 





oxidizing sinapyl alcohol, along with the presence of structural 
determinants of syringyl peroxidases suggests these two purified 
enzymes are responsible for the synthesis of syringyl moieties in 
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